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 Résumé 
Encore en 2015, un grand nombre d’individus décèdent de pathologies du rythme 
cardiaque non contrôlées ou d’un manque de disponibilité de donneurs d’organes compatibles. Le 
génie tissulaire en créant, réparant ou améliorant la fonction des tissus est une option prometteuse 
afin de diminuer la mortalité associée à ces pathologies. L’objectif global de mon projet de 
recherche était de développer des outils et d’étudier l’impact fonctionnel des différents stimuli 
(mécanique et électrique) de l’environnement cardiaque dans le but de définir des conditions 
optimisées de culture pour la fabrication de tissu de remplacement par génie tissulaire. Cette thèse 
présente le développement d’un bioréacteur; un système qui optimise les conditions pour la culture 
cellulaire. L’efficacité du bioréacteur est validée par des expériences de culture cellulaire qui se 
concentrent sur la prolifération cellulaire, l’organisation cellulaire, l’expression génique et 
protéique de même que sur l’activité contractile spontanée. En premier lieu, nos résultats montrent, 
bien que la fréquence de contraction moyenne mesurée reste inchangée, une augmentation 
significative du nombre de cas de réentrées pour les cultures sur verre comparativement aux 
cultures sur Polydimethylsiloxane. Une augmentation de l’instabilité spatiotemporelle a été 
démontrée lorsque les cardiomyocytes étaient déposés sur un support de Polydimethylsiloxane et 
cette dernière corrèle avec une diminution non-significative de l’ARNm de la connexine-43 et une 
augmentation significative de l’ARNm pour CaV3.1 et HCN2. La culture sur 
Polydimethylsiloxane est également associée avec une plus forte réponse à l’isoprotérénol (β-
adrénergique) et à l’acétylcholine (parasympathique). En second lieu, nous présentons les résultats 
du développement de notre bioréacteur en mettant l’emphase sur les caractéristiques (composantes 
accessibles, étirement uniaxial, électrode de carbone, stimulation biphasique) tout en validant notre 
approche pour optimiser les conditions de culture et améliorer la rentabilité des étapes de 
production du tissu de remplacement. Pour finir, nous partageons une nouvelle approche 
d’évaluation des caractéristiques contractiles de cellules cardiaques en culture. Nous avons 
développé des algorithmes qui utilisent les données de vidéomicroscopie pour valider l’impact de 
stimuli, évaluer l’hétérogénéité du signal enregistré et détecter des conditions favorables au 
développement d’arythmies. 
Mots-clés : Génie tissulaire, activité autonome, cellules pacemakers, stimulation électrique, 
stimulation mécanique, substrat de culture, rigidité, polydimethylsiloxane, algorithme. 
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 Abstract 
In 2015, there are still a large number of people who die due to diseases of 
uncontrolled heart rhythm or due to lack of availability of compatible donor organs. Tissue 
engineering aim to create, repair or improve the function by different techniques. Tissue 
engineering is a viable option to reduce the mortality associated with many heart conditions. 
The overall goal of my PhD research was to study the functional impact of different stimuli in 
cardiac environment (mechanical and electrical stimulation) on cardiac cell cultures. This, in 
order to define optimized culture conditions for the production of replacement tissue using 
tissue engineering. This thesis presents the stages of creation and development of a bioreactor; 
a system that permits the culture of cardiac cells by integrating various stimuli. The 
optimization of culture conditions by using the bioreactor was confirmed by cell culture 
experiments that focus on cell proliferation, cell organization, gene and protein expression as 
well as on spontaneous activity. In the first place, our results show that although mean 
frequency of spontaneous activity remained unaltered, incidence of reentrant activity was 
significantly higher in samples cultured on glass compared to PDMS substrates. Higher spatial 
and temporal instability of the spontaneous rate activation was found when cardiomyocytes 
were cultured on PDMS, and correlated with decreased connexin-43 (unsignificant) and a 
significant increased CaV3.1 and HCN2 mRNA levels. Compared to cultures on glass, 
cultures on PDMS were associated with the strongest response to isoproterenol (β-adrenergic) 
and acetylcholine (parasympathetic). Secondly, we present the design of our bioreactor with 
an emphasis on its characteristics and by putting in perspective the relevance of our approach 
to optimize culture conditions and to improve profitability culture experiences and production 
stages of replacement heart tissue. Finally, a new approach is proposed to evaluate the 
characteristics of the contractile cells in culture which allows to validate the functional impact 
of stimuli, evaluate the heterogeneity in the beating behavior of the cells and to detect 
localized abnormal activity that could favour arrhythmia. 
 
Keywords: Tissue engineering, autonomous activity, pacemaker cells, electrical stimulation, 
mechanical stimulation, culture substrate, stiffness, polydimethylsiloxane, algorithm. 
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 L’avant-propos  
Les maladies cardiovasculaires (MCV) affectent un très grand nombre d’individus chaque 
année au Canada et à travers le monde (1,29 million en 2005 au Canada et 17,1 millions à travers 
le monde selon l’Organisation mondiale de la santé, OMS) faisant de cette pathologie une cause 
majeure d’hospitalisation et de décès. Les chercheurs fondamentaux travaillent conjointement avec 
les chercheurs cliniciens afin de contrer ce fléau. Statistiquement parlant, au cours des vingt-cinq 
dernières années, le taux de mortalité des MCV a diminué d’environ de moitié reflétant le progrès 
qui a été réalisé dans ce domaine. Malgré tout, un nombre considérable d’individus continue d’être 
affecté et de mourir de causes cardiovasculaires montrant la nécessité de complémenter les 
traitements actuels avec de nouvelles méthodes innovatrices pour tenter de diminuer davantage 
l’incidence et les répercussions des pathologies cardiaques. De plus, un grand nombre de patients 
souffrent de pathologies cardiaques qui diminue leur qualité de vie, comme par exemple, la 
bradycardie (rythme trop lent du cœur) rend difficile pour le patient de faire de l’exercice 
physique; l’exercice physique étant bénéfique à plusieurs niveaux, cela est donc dommage que les 
patients atteints de bradycardie ne puissent vraiment en tirer les bénéfices. Puisqu’aucune 
approche pharmacologique n’a encore réussi à élever le rythme cardiaque de manière efficace et 
sans danger, le meilleur moyen actuellement pour lutter contre la bradycardie est l’implantation du 
pacemaker électronique, mais cette technique a également ses limites. Le génie tissulaire qui 
consiste à créer, réparer ou améliorer la fonction de tissu par différentes techniques d’ingénierie 
est une option envisageable afin de diminuer la mortalité associée aux pathologies cardiaques. Une 
diminution à ce niveau pourrait permettre de libérer le système de la santé d’un lourd fardeau.  
L’objectif global de mon projet de recherche de doctorat a été d’étudier l’impact qu’ont les 
différents stimuli dans l’environnement cardiaque sur les fonctions de cellules cardiaques dans le 
but de définir des conditions optimisées pour la fabrication de tissu de remplacement par génie 
tissulaire. Cette thèse présente donc les étapes de la création et du développement d’un bioréacteur 
qui permet la culture de cellules cardiaques en intégrant diverses stimulations. L’optimisation des 
conditions de culture par l’utilisation du bioréacteur est validée par des expériences de culture 
cellulaire qui se concentrent sur la prolifération cellulaire, l’organisation cellulaire, l’expression 
génique et protéique de même que sur la physiologie (ex : activité autonome). Tout ceci, dans le 





$SUqV DSSUR[LPDWLYHPHQW  PLOOLRQ G¶DQQpHV G¶pYROXWLRQ OH UqJQH DQLPDO HVW
FRQVWLWXp G¶XQH JUDQGH YDULpWp G¶HVSqFHV 3DUPL FHV GHUQLHUV GHX[ W\SHV GH V\PpWULH
SUpGRPLQHQWOHVRUJDQLVPHVDYHFV\PpWULHUDGLDOHpSRQJHVPpGXVHHWOHVRUJDQLVPHVDYHF
V\PpWULHELODWpUDOH HWXQD[HGRUVLYHQWUDO&HWWHGHUQLqUHFDWpJRULHGRQQHGHX[EUDQFKHVTXL
GLYHUJHQW O¶XQHGH O¶DXWUH VRLW OHV LQYHUWpEUpV 3URWRVWRPDHW OHVYHUWpEUpV 'HXWHURVWRPD
'HSXLVTXHOHVRUJDQLVPHVVRQWFRQVWLWXpVG¶XQDPDVGHSOXVLHXUVFHOOXOHVODGLIIXVLRQVLPSOH
QH VXIILVDLW SOXV HW XQ V\VWqPH SOXV pYROXp pWDLW QpFHVVDLUH 8Q V\VWqPH SULPDLUH GH F°XU
WXEXODLUHDpWpREVHUYpGqVO¶DSSDULWLRQGHVSUHPLHUVRUJDQLVPHVDYHFXQHV\PpWULHELODWpUDOH
/H V\VWqPH FLUFXODWRLUH HVW OH SUHPLHU V\VWqPH SK\VLRORJLTXH IRQFWLRQQHO j IDLUH VRQ
DSSDULWLRQ&HV\VWqPHHVWHVVHQWLHOjODVXUYLHGHVRUJDQLVPHVSXLVTX¶LOSHUPHWOHWUDQVSRUWGH








RSWLPLVpSRXUXQRUJDQLVPHPRLQVFRPSOH[HFRPPH OHV YHUVRX OHV LQVHFWHV7RXWHIRLV ORUVTX¶XQHFLUFXODWLRQ
UDSLGHGXYROXPHVDQJXLQHVWUHTXLVHXQV\VWqPHIHUPpV¶DYqUHSOXVHIILFDFH$GDSWpHGH%HWWH[HWDO>@

 Comparativement, le système fermé déplace le sang rapidement sur de longues distances. Le 
volume sanguin est moins élevé, mais la pression est plus élevée. On retrouve ce type de 
système chez tous les vertébrés [2].  
 
D’ailleurs, le système cardiaque des vertébrés possède plusieurs cavités et un réseau vasculaire 
complètement fermé. Ces cavités se forment à partir d’un tube qui se différencie en 5 
segments : le sinus veineux et l’orifice des oreillettes ou l’atrium (entrée), le canal auriculo-
ventriculaire, le ventricule et le cône artériel (sortie).  La morphologie du cœur change petit à 
petit selon les différentes classes de vertébrés afin de s’adapter aux différentes conditions. Il y 
a un déplacement des structures de l’entrée d’une position caudale à une position dorsale chez 
le poisson et à une position céphalique chez le reptile.  Il y a séparation de la cavité cardiaque 
en deux (cavité droite et gauche) chez les amphibiens. Il y a création d’un septum 
interventriculaire divisant le ventricule gauche du droit chez les crocodiles. Il y a disparition 
du sinus veineux et du cône artériel chez les oiseaux et mammifères. La séparation du muscle 
cardiaque en plusieurs chambres chez les oiseaux et mammifères permet à ces espèces de 
varier leur pression artérielle sans devoir changer le volume sanguin [3]. Simultanément avec 
le développement des cavités cardiaques, il se développe une transformation au niveau de 
l’activité contractile qui transforme le système cardiaque d’un système de propulsion sanguine 
par mouvement péristaltique à un système de conduction spécialisé (nœud sino-auriculaire, 
nœud auriculo-ventriculaire et fibres de Purkinje) [4].Un grand nombre d’animaux possède un 
cœur pulsatile car ce dernier permet d’obtenir un haut débit avec une pression élevée. 
Toutefois, puisque les capillaires ont besoin d’un flux constant, les systèmes de plusieurs 
animaux se sont dotés d’élastine afin d’absorber les pulsations. Cette évolution a aussi donné 
naissance à certaines pathologies, comme l’hypertension [2]. L’analyse plus récente des 
différents gènes du développement cardiaque a permis de déterminer l’importance de gènes 
comme NK2 homeobox 5 (nkx2-5) (important pour la structure optimisée pour assurer un bon 
débit cardiaque) dans l’apparition de ces pathologies cardiaques [5]. De plus, les interactions 
entre certains gènes (comme tinman/nkx2-5) permettent de coordonner les processus de 
régulation de la performance, de la régularité du rythme, de la structure cardiaque et 
d’expression de canaux ioniques [5]. Certes, il est évident, qu’avec les éléments mentionnés 
ci-dessus, de grandes différences existent entre les systèmes moins évolués et les vertébrés, 
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 toutefois, le développement du cœur requiert la coordination de plusieurs processus 
biologiques qui eux sont souvent préservés entre les divers systèmes [5]. 
 
1.1.2. Les facteurs impliqués dans le développement cardiaque 
Cette section traite des étapes importantes dans l’organogénèse du cœur. Les étapes les 
plus cruciales sont la formation des ventricules et des oreillettes, de même que le processus de 
la création du septum et des valves. Toutes perturbations de ces étapes peuvent induire des 
pathologies cardiaques congénitales plus ou moins importantes.  
 
Parmi les joueurs clés du développement cardiaque, nous pouvons retrouver GATA-4, une 
protéine qui régule l’expression de plusieurs gènes spécifiques (α-MHC, cardiac troponine C 
et peptide natriurétique auriculaire) et qui joue un rôle important dans le développement du 
muscle cardiaque [5]. GATA-4 est important pour la formation du septum auriculaire [5]. Une 
délétion de GATA-4 et de GATA-6 (ces deux derniers possèdent des fonctions redondantes) 
chez la souris a révélé son rôle dans la réponse hypertrophique suivant une stimulation par 
surcharge de volume et qu’il a également un rôle dans le maintien de l’homéostasie 
cardiovasculaire et dans le combat contre l’insuffisance cardiaque [6].   
 
Les T-box (Tbx) sont quant à eux importants pour l’organisation de plusieurs tissus chez les 
vertébrés et les invertébrés. La production de facteurs de croissance via Tbx permet de réguler 
la prolifération et la différentiation des cellules souches [7]. Chez les mammifères, on dénote 
17 gènes T-box qui sont sous-divisés en cinq familles [7]. Tbx1 et Tbx18 assure l’élongation 
du tube cardiaque [8]. Tbx5 et Tbx20 est impliqué dans la formation des différentes cavités 
cardiaques [5]. Tbx2 et Tbx3 répriment la formation de ces cavités cardiaques et favorisent le 
développement du système de conduction [8]. Plus spécifiquement, Tbx3, quant à lui, serait 
impliqué dans une diminution de la Cx-43 (Fig. 2). D’ailleurs l’expression de Cx-43 dans le 
tissu des nœuds sino-auriculaires et auriculo-ventriculaires est également très faible et la 
présence de Tbx3 à ce niveau pourrait expliquer cette observation [9]. De plus, selon Hoogaars 
en 2007, Tbx3 pourrait impartir des capacités d’activité autonome dans des cellules 





















 Les protéines Tbx sont connues pour replier l’ADN selon une séquence spécifique sous le nom 
de domaine T [12]. Ces repliements sont associés à des syndromes du développement et de 
plus en plus d’évidence démontre leur implication dans certains cancers. La présence ou 
l’absence de certains facteurs Tbx spécifiques lors des étapes  d’embryogénèse et l’impact que 
cela avait sur le développement ont conduit de récentes équipes à accorder plus d’intérêts aux 
facteurs Tbx, par exemple, dans l’utilisation et la transformation des cellules souches. Nous 
discuterons de ce point plus en détails plus tard dans la thèse. 
 
Mésoderme postérieur 1 (Mesp1) est le premier facteur de transcription à être détecté lors du 
développement [13] et il est impliqué dans le développement du mésoderme, la migration des 
cellules progénitrices et leur différentiation et spécialisation [5]. Le développement du cœur en 
un organe à 4 cavités est le résultat de plusieurs étapes se passant dans les premières semaines 
du développement embryonnaire (figure 3). Le processus débute par la formation de 2 tubes 
endocardiaux qui se joignent pour former le tube cardiaque primitif. C’est ce dernier qui va se 
replier et se séparer pour former les 4 cavités et le tronc artériel qui forment le cœur humain. 
Chaque étape est cruciale au bon développement structurel et fonctionnel du cœur en devenir. 
Mesp1 est donc un facteur important dans le développement embryonnaire cardiaque. 
D’ailleurs, son inactivation chez la souris donne lieu à d’importantes malformations 
cardiaques (cardia bifida) dues à un problème de fusion du mésoderme ventral et ceci mène 
l’embryon à la mort dès le jour 10.5 [13]. Au niveau cellulaire, malgré l’absence de Mesp1, il 
est possible d’observer certains signes de différentiation en myocarde et endocarde; suggérant 
une possibilité de compensation des fonctions de Mesp1 par l’entremise d’autres gènes 
(Mesp2) [13]. Des études fonctionnelles ont également démontré qu’une augmentation de 
l’expression de Mesp1 favorise la différentiation des cellules souches embryonnaires en 




Figure 3 – Étapes de développement du cœur durant les premières semaines du développement 
embryonnaire. 
Le développement du cœur en un organe à 4 cavités est le résultat de plusieurs étapes se passant dans les 
premières semaines du développement embryonnaire. Tiré de :Wikimedia commons, Author : OpenStax College, 
Anatomy & Physiology, Connexions Web site. Licence Creative Commons Paternité 3.0 (non transposée). 
 
 
Myocyte enhancer factor 2 (MEF2) est un facteur de transcription exprimé durant 
l’embryogénèse et dans le tissu adulte. L’isomère Mef2cb serait impliquée dans la formation 
du tube cardiaque primitif [5]. L’expression de MEF2 dans le cœur est contrôlée via un MEF2 
cadiac enhancer qui est régulé à son tour via Tinman (NK-homeodomain transcription factor) 
6 
 et Pannier (GATA transcription factor). L’ajout de MEF2 avec d’autres facteurs de 
transcription comme Tinman et Pannier augmente dramatiquement l’expression de marqueurs 
cardiaques (Hand et Sulphonylurea receptor) [16]. 
 
Wnt joue un rôle important durant le développement cardiaque chez les vertébrés. Il est 
généralement silencieux chez les personnes saines, mais une réactivation est observée dans 
certaines pathologies [17]. En l’absence d’un ligand, la protéine bêta-catenine est 
phosphorylée par un complexe de protéines cytoplasmiques (le « complexe de la 
destruction »). La protéine bêta-catenine est ubiquitinée et se fait dégrader. Wnt interagit avec 
le récepteur Frizzled (Fz) et le co-récepteur Low-density lipoprotein receptor-related proteins 
5/6 (Lrp5/6) bloquant la dégradation de la bêta-catenine via la destruction du « complexe de 
destruction ». Cette dernière est alors transportée au noyau où elle régule l’expression de 
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 niveau de Shox2 sont reliées à des pathologies du système de conduction spécialisée et à des 
problèmes de différentiation des cellules du nœud sino-auriculaire menant à de la bradycardie 
[4]. Plus spécifiquement, la délétion de Shox2 dans le domaine Nkx2-5(+) du nœud sino-
auriculaire induit le sick sinus syndrome et mène à la perte du « programme pacemaker » qui 
se traduit par la perte de HCN4. La délétion du Shox2 induit une diminution de la fréquence 
des contractions autonomes et une baisse d’expression de HCN4, Cx45, Tbx2, Tbx3 et BMP4. 
Cx40, Cx43, Nkx2.5 et Tbx5 subissent plutôt une hausse d’expression suite à cette même 
délétion de Shox2 [20]. Les cellules shox2 positive quant à elles présentent certaines 
caractéristiques électrophysiologiques de cellules nodales et ont la capacité d’entraîner les 
cellules shox2 négative aux alentours [21]. Shox2 s’avère donc un facteur important du 
développement de tissu cardiaque de type pacemaker. 
 
1.1.3. Morphologie cardiaque 
Le chapitre précédent montre qu’un réseau complexe de différents facteurs est 
impliqué dans le développement du cœur. Parmi ces facteurs, les facteurs de transcription 
jouent un rôle important pour la régulation de l’expression de gènes associés au 
développement cardiaque [22] et ceci, dès les premières étapes de la cardiogenèse. Ces étapes 
mènent à la structure du cœur telle qu’on la connait aujourd’hui et constituera le sujet de la 
prochaine section. 
Pour les organismes plus primitifs, comme les poissons, le cœur agit tout simplement comme 
une pompe qui propulse le sang le long de cavités qui sont disposées l’une à la suite de l’autre 
(cœur en série) (figure 5A). Pour les organismes plus évolués, comme les mammifères, le 
cœur est situé au centre gauche de la cage thoracique, c’est une pompe constituée de quatre 
cavités, soit deux ventricules et deux oreillettes (figure 5B). L’accumulation du sang dans le 
ventricule gauche jumelée au pulse électrique qui induit la contraction du ventricule produit un 
stress mécanique élevé qui, une fois le niveau de pression suffisant atteint, propulse le sang 
hors du ventricule gauche dans l’aorte et dans le réseau vasculaire [23]. Il revient ensuite par 
les veines caves (supérieure et inférieure) et se déverse dans l’oreillette droite. Il traverse la 
valve tricuspide pour remplir le ventricule droit. Le sang passe, à travers les valvules 
semilunaires, dans l’artère pulmonaire afin de le réoxygéner, revient par les veines 
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 pulmonaires dans l’oreillette gauche pour remplir à nouveau le ventricule gauche, finalement, 
le cycle recommence (figure 6). Le cœur se contracte environ 70 fois par minute (en moyenne) 
pour ainsi propulser 7000 litres de sang par jour à travers le système cardiovasculaire. Le cœur 
possède une structure hautement organisée et des propriétés électrophysiologiques et 
mécaniques uniques. Cette matrice extracellulaire permet de maintenir les cardiomyocytes en 
place, d’assurer le transfert de la force de contraction et de prévenir les dommages musculaires 
dus à des élongations excessives des fibres musculaires [24]. Les multiples couches de fibres 
cardiaques en forme d’hélice sont essentielles pour maximiser la force de contraction et la 
coordination des activations est due au système de conduction (fibres de Purkinje). La matrice 
extracellulaire sert de soutien pour les fibres cardiaques et ceci dicte l’intégrité structurelle 3D 
du cœur [24] qui est très importante pour assurer l’intégrité de la fonction cardiaque.  
 
1.1.4. Fonction cardiaque 
Le cœur est constitué de divers types cellulaires tels que des cellules endothéliales 
(vaisseaux), des fibroblastes (structure et maintien), mais surtout composé de cardiomyocytes, 
des cellules dotées d’une capacité contractile. Ce sont ces cardiomyocytes qui permettent au 
cœur d’accomplir sa fonction de pompe. Lors de la contraction mécanique, l’apex du 
ventricule gauche tourne dans le sens des aiguilles d’une montre alors que la base tourne dans 
le sens inverse. Cette torsion amplifie la contraction des cardiomyocytes de 15 à 40 % et 

































1. Oreillette droite 
2. Oreillette gauche 
3. Veine cave supérieure 
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 1.2. La physiologie du cœur 
1.2.1. Mécanismes responsables de l’automaticité électrique cardiaque 
L’activité électrique est initiée au niveau du nœud sinusal et se propage de façon 
ordonnée via le système de conduction. La formation du potentiel d’action (PA) à l’origine de 
l’activité électrique autonome est possible grâce à différents courants ioniques (I) dont la 
dynamique et la perméabilité spécifique en font des joueurs importants à différentes phases. 
Au niveau cellulaire, l'automaticité repose sur trois mécanismes intimement couplés aux 
horloges : membranaire, calcique et à une contrainte mécanique (figure 7). Une horloge est un 
mécanisme autonome capable de générer des PA et de maintenir le rythme d'activation même 
dans une situation en absence de toute stimulation électrique ou humorale [26]. 
L'horloge membranaire résulte de la synergie de plusieurs courants membranaires, notamment: 
le courant pacemaker If, les courants potassiques sortants (IK1 et Ito), le courant de l'échangeur 
sodium-calcium (INCX), le courant calcique transitoire (ICaT) et le courant calcique de type L 
(ICaL) provoquant un flux net de cations entrant dans la cellule durant la diastole qui 
dépolarisent la membrane jusqu'au seuil d'activation. Une dépolarisation diastolique est 
favorisée dans les cardiomyocytes (CM) autonomes par la réduction de IK1 et Ito, la 
désactivation de IKr, l'augmentation de ICaL [27] et l'activation de If [28]. Le courant If, contrôlé 
par l’AMPc, activé par la stimulation des récepteurs β-adrénergique et inhibé par la 
stimulation des récepteurs muscariniques de type M2, représente un mécanisme important du 
système nerveux autonome dans la régulation du rythme cardiaque [29]. If circule à travers  les 
Hyperpolarization Cyclic Nucleotide-gated channel (HCN), des canaux qui s’activent lors de 
l’hyperpolarisation.  Chez les mammifères, quatre sous-unités homologues existent (HCN1-4) 
formant des tétramères distincts ayant des propriétés biophysiques différentes. Le canal formé 
par HCN4 est prédominant dans le nœud sinusal; selon des résultats obtenus dans un modèle 
de souris déficiente en HCN4, il n’est pas essentiel à l’obtention de l’automaticité; il sert 
plutôt à sa stabilisation [30]. Le canal formé par HCN2 est moins fortement exprimé dans le 
nœud sinusal que celui de HCN4, il sert en complément et prend la relève dans le cas d’une 
déficience du canal formé par HCN4 [30]. Du point de vue fonctionnel, If permet la 
dépolarisation lente lors de la diastole qui active IcaT. IcaT prend alors le relais d’If et active 
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 INCX. Quand le potentiel d'activation de ICaL est atteint, le PA est initié. Le rôle joué par If a été 
démontré expérimentalement par l'arrêt [31] ou le ralentissement de l'activité autonome dans 
les CM quand il est inhibé par mutation des canaux HCN ou par blocage pharmacologique par 
l'ivabradine [32]. 
De son côté, l'horloge calcique résulte des oscillations de la concentration interne de Ca2+ 
([Ca2+]i) de la cellule. Le réticulum sarcoplasmique relâche spontanément de petites quantités 
de Ca2+ qui se lient localement aux récepteurs à ryanodine (RyR) et à l’inositol-triphosphate 
(IP3R), amplifiant le phénomène de relâche jusqu'à l'initiation de contractions cellulaires. 
L'oscillation du Ca2+est indépendante de ICaL et INCX et du potentiel transmembranaire; elle 
persiste quand ces courants sont bloqués et que le potentiel est fixé par voltage imposé [33]. 
Les contractions cessent dans les CM de souris néonatales quand les RyR et IP3R sont inhibés 
simultanément [33]. Les oscillations du Ca2+ peuvent interagir avec l’échangeur Na+/ Ca2+ 
(NCX); le courant entrant dépolarise la cellule jusqu'au seuil d’activation et initie le PA [33]. 
Les horloges membranaires et calciques n'expliquent pas la rapidité de l'adaptation du rythme 
cardiaque aux changements de contraintes mécaniques telles que la charge hémodynamique. 
Le cœur même ex vivo adapte son rythme cardiaque autonome très rapidement. Cette réponse 
chronotrope positive est indépendante du système adrénergique et cholinergique [34]. Elle est 
aussi indépendante de l'activation neurale intra- ou extra-cardiaque que ce soit pour le cœur 
entier ou à différents niveaux isolés tels le tissu auriculaire [35], le nœud sinusal [36] et même 
la cellule du nœud sinusal [37]. Ce phénomène repose sur la rétroaction mécano-électrique qui 
décrit la régulation interne liant l'environnement mécanique du CM avec son activité 
électrique [38]. La contrainte mécanique est donc un stimulus qui perturbe les horloges 
mentionnés précédemment et dans le meilleur des cas, elle crée une modulation qui peut avoir 
un impact à long terme sur l’automaticité. Cette régulation par les contraintes mécaniques est 
aussi existante dans des monocouches de CM de rats néonataux avec activité autonome.  
La flexibilité et la robustesse de l'automaticité sont rendues possibles grâce au couplage intime 
des différentes horloges. La communauté scientifique a longtemps été divisée sur la source 
primaire de l’automaticité oscillant entre l'horloge membranaire et l'horloge calcique [39]. 
Récemment, il semble que l'idée du couplage important entre les deux horloges mène au 
consensus [40]. Ainsi, l'oscillation de la [Ca2+]i  a besoin de NCX pour générer le PA. D’un 
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 autre côté, l'entrée de Ca2+ via ICaL et ICaT rehausse la [Ca
2+]i, qui active les RyR et IP3R. La 
contrainte mécanique serait aussi couplée aux deux autres horloges. Ainsi, la sensibilité à la 
stimulation mécanique a été reportée dans les canaux ioniques d’If [41, 42], INa [43], ICaL [44], 
INCX [45], IK [46], tous reliés à l'horloge membranaire. D'autre part, la contrainte mécanique 
est couplée à l'horloge calcique en favorisant l'augmentation de la [Ca2+]i par une éventuelle 
élévation de la probabilité d'ouverture des RyR [47], une augmentation de la fuite de Ca2+ du 
réticulum sarcoplasmique [48] et une diminution du taux de recapture [49]. 
 
 
Figure 7 - L'automaticité cardiaque 













 1.2.2. La propagation électrique 
L’activité contractile cardiaque ordonnée est possible grâce à la participation de 
facteurs actifs et passifs. Un de ces facteurs est la présence de jonctions communicantes. Le 
rôle des jonctions communicantes est de connecter le milieu intracellulaire de CM pour 
permettre à l’activité électrique de se propager rapidement et de manière ordonnée. Ces 
jonctions sont formées de plusieurs connexines (Cx) : Cx40, Cx43, Cx45 et Cx30.2 [50, 51] et 
l’organisation de ces Cx dans les jonctions communicantes va varier selon la région et l’état 
du cœur (situations physiologiques et pathologiques) [52]. Cx43 est prédominante dans les 
ventricules. Les jonctions communicantes peuvent s’adapter selon la fréquence de contraction 
des cardiomyocytes afin d’assurer une propagation adéquate (jusqu’à un certain niveau où leur 
propriétés électriques seront affectées) [50]. De plus, une diminution des niveaux de Cx 
augmente la résistance intercellulaire pouvant contribuer à perturber la conduction électrique 
et constitue ainsi une cause importante d’arythmies [51, 53]. Le ratio de Cx peut également 
affecter la transmission d’un signal entre les cellules (couplage); un ratio élevé Cx43:Cx40 
diminue le couplage alors qu’un ratio bas de Cx43 :Cx40 l’augmente [51] à cause de la 
différence de conductance entre ces sous-types de Cx. De plus, il a été observé que, dans le cas 
d’une insuffisance cardiaque, l’expression de Cx43 est diminuée alors que celle de Cx45 est 
augmentée [54]. 
Les disques intercalaires sont des structures offrant un site de contact électrique et mécanique 
favorisant la formation de Cx fonctionnelles (par accouplement de connexons venant de 
chacune des cellules). Récemment, il a été montré que ces structures pourraient également 
avoir un rôle dans la propagation électrique entre les cardiomyocytes [55]. 
Lorsque survient une perte du nombre de cardiomyocytes, par exemple, suite à une maladie 
ischémique comme l’infarctus du myocarde, la pompe cardiaque perd une portion de sa 
capacité contractile. Cette perte de fonction peut se traduire progressivement vers d’autres 
pathologies compensatoires comme l’insuffisance cardiaque ou l’hypertrophie cellulaire. Il 
s’avère donc essentiel de tenter de renverser cette situation en trouvant le moyen de renouveler 
les cardiomyocytes et d’en optimiser leur  capacité. Il est possible de parvenir à cette fin par 
l’utilisation de diverses approches de régénération cellulaire. 
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 1.2.3. Régénération cardiaque 
Il est intéressant de constater que chez certains animaux comme les poissons et les 
amphibiens, la régénération du tissu cardiaque est tout à fait possible [18]. Également, chez la 
souris néonatales, on observe également ce phénomène de régénération cardiaque via la 
prolifération de cellules différentiées en cardiomyocytes, toutefois, cette habileté est 
rapidement perdue (en dedans de 7 jours) [18].  Un certain renouvellement des 
cardiomyocytes est également observable chez l’homme, par contre, ce dernier est à un niveau 
beaucoup trop lent pour arriver à régénérer le cœur. Par exemple, en 2009, Bergmann et 
collaborateurs ont évalué le taux de renouvellement annuel des cardiomyocytes à entre 0.5 et 
1 % [56]. D’autres équipes sont arrivées à des pourcentages de renouvellement un peu plus 
optimistes, soit entre 4 à 10 % [57].  
Ainsi, le cœur a dû développer certains mécanismes d’adaptation et de remodelage (comme 
l’hypertrophie) pour s’adapter aux blessures auxquelles il fait face. Nous allons aborder ces 
mécanismes dans la section qui suit sur les pathologies cardiaques. De plus, lorsque survient 
des problèmes au niveau des stimuli de l’environnement cardiaque (fonctions primaires du 
cœur), il peut s’ensuivre divers troubles d’ordre électrique ou mécanique (figure 8). 
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Figure 8 - Pathologies cardiovasculaires en réponse à des perturbations de l'environnement 
cardiaque 
Créée à partir de Lazzara et al.[58] ,Kopanic et al.[59], Shimkunas et al.[60]. 
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 1.3. Les pathologies cardiaques 
1.3.1. Leur origine 
Le cœur des mammifères a longtemps été considéré comme un organe post-mitotique, 
c’est-à-dire, qu’un nombre total de cardiomyocytes est défini à la naissance et que ce nombre 
ne fait que diminuer avec les années [61]. Toutefois, des études récentes ont démontré que les 
cellules cardiaques pouvaient se régénérer chez les mammifères adultes [62, 63]; environ 50% 
des cardiomyocytes seraient renouvelés durant une vie normale avec un taux de 
renouvellement d’environ 1 % à l’âge de 25 ans et de 0.45 % à l’âge de 75 ans [56]. Une étude 
de Senyo et coll. en 2013 a montré que la genèse de ces cardiomyocytes provenait de la 
division des cardiomyocytes adultes préexistants et que ce processus constituait la source 
principale de renouvellement des cardiomyocytes en conditions physiologiques et 
pathologiques (processus accéléré en périphérie d’une blessure ischémique) [57]. Toutefois, ce 
faible taux de renouvellement est insuffisant pour renverser certaines situations pathologiques 
où de grandes quantités de cardiomyocytes sont perdues.  
Les pathologies sont souvent de causes multifactorielles, toutefois, on observe qu’elles 
partagent fréquemment des mécanismes similaires [64]. Elles peuvent être autant causées par 
de la mortalité cellulaire (apoptose ou nécrose), des mutations génétiques causant des 
malformations congénitales [65] au niveau du cœur, des défectuosités de fonctionnement de 
certaines protéines ou canaux ioniques impliqués dans le fonctionnement normal du cœur 
(figure 9Error! Reference source not found.), certains facteurs environnementaux (toxicité) 
ou psychologiques (stress), de même que par des processus normaux qui surviennent lors du 
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 1.3.2. Mécanisme de mort cellulaire 
L’apoptose cellulaire est un mécanisme de mort cellulaire programmée par lequel la 
cellule déclenche sa propre autodestruction par fragmentation de l’ADN. Cette mort 
programmée est en équilibre constant avec la prolifération cellulaire et constitue donc un 
mécanisme physiologique nécessaire à la survie de l’organisme. Ce type de mortalité est 
caractérisée par une absence d’inflammation dû au fait que les corps apoptotiques formés sont 
vite phagocytés  par les cellules en périphérie. L’apoptose est responsable pour une grande 
portion de la perte massive de cardiomyocytes lors du vieillissement [62].  En considérant 
seulement les mécanismes d’apoptose (absence de régénération et d’autres pathologies causant 
la mortalité des cardiomyocytes), les cardiomyocytes finiraient par disparaître avec les années 
[62]. 
La nécrose est, par opposition à l’apoptose, une mort cellulaire prématurée. Le 
processus implique une perte de l’intégrité de la membrane qui provoque l’écoulement de 
fluide induisant une réponse inflammatoire dans les tissus environnant et une accumulation de 
cellules mortes. Ainsi, lors de la nécrose, on observe généralement un gonflement de la cellule 
et des organites (mitochondries) et la formation de renflements membranaires. Ce type de 




La cardiomyopathie hypertrophique est la forme la plus commune des 
cardiomyopathies (avec une prévalence de 0.2%), elle provient de plus de 100 mutations dans 
11 gènes qui codent pour les protéines contractiles. Elle est caractérisée par une hypertrophie 
du myocarde en absence d’étiologie identifiable (comme l’hypertension, la sténose aortique, la 
fibrose interstitielle, la performance réduite du ventricule gauche…)[25]. L’hypertrophie 
cellulaire est un phénomène potentiellement perturbant pour la cellule particulièrement au 
niveau des cellules cardiaques. En effet, celles-ci doivent s’adapter au changement de taille du 
cardiomyocyte et de nouveaux sarcomères doivent être ajoutés (croissance en 3D) en plus des 
constituants nécessaires à l’expansion de la membrane cellulaire. Ces changements doivent se 
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 faire dans un certain équilibre afin d’éviter tout débalancement au niveau de la structure 
cellulaire [66]. Malheureusement, cela est seulement possible dans certaines limites et bien 
que l’hypertrophie puisse paraître bénéfique à certains niveaux à court terme, le mécanisme de 
croissance débalancée prend souvent le dessus à la longue et est souvent associé à un état 
pathologique. 
La cardiomyopathie dilatée est caractérisée par une augmentation de la masse et du 
volume du ventricule gauche accompagnée d’un étirement et d’un amincissement de la paroi 
du ventricule gauche [25]. Une anomalie génétique a été observée chez 25-35 % des patients 
avec cette pathologie, mais plusieurs autres causes sont possibles (infarctus du myocarde, 
l’alcool, toxicité à l’adriamycine, sarcoïdose, myocardite virale). Il existe aussi des cas sans 
explications, soit les causes idiopathiques). La cardiomyopathie dilatée est associée avec une 
réduction de la tension dans toutes les directions (longitudinales, radiales et circonférentielles) 
[25] ce qui diminue la capacité du cœur à effectuer sa fonction de pompe (diminution de la 
fraction d’éjection). 
Certaines défectuosités structurelles, comme par exemple du système de conduction, 
vont également être une cause de pathologies cardiaques. Le nœud sinusal est une structure 
qui produit le pulse électrique nécessaire à l’activation de la contraction des cavités 
cardiaques. Des anomalies structurelles au niveau du nœud sinusal ou le long du système de 
conduction (faisceau de Hiss, fibres de Purkinge…) vont affecter la propagation de l’activité 
électrique et ainsi perturber le rythme cardiaque. Le rythme cardiaque peut alors être ralenti ou 
accéléré. En cas de bloc du nœud sinusal, le progression du signal électrique est ralentie 
considérablement et donc le rythme cardiaque l’est pour autant [67]. Ainsi, s’il était possible 
de restaurer une activité sinusale « normale » par différentes approches (comme par 
l’utilisation du biopacemaker que nous verrons plus loin dans cette thèse), cela pourrait 
diminuer un grand nombre de cas pathologiques. 
 
1.3.4. L’infarctus du myocarde 
L’occlusion d’une artère causée par un caillot suite à la rupture de la plaque 
athéromateuse provoque l’arrêt de la perfusion de la zone irriguée par cette artère. Après une 
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 période sans apport sanguin, la zone subit des dommages ischémiques. Après un évènement 
ischémique de type infarctus avec nécrose ou zone infarcie, des mécanismes de réparation 
cellulaire s’installent rapidement. Ces mécanismes réparateurs permettent la formation de la 
cicatrice et l’infiltration de cellules inflammatoires afin de permettre l’élimination des cellules 
nécrosées du site de la blessure [64]. Lorsqu’une grande quantité de cardiomyocytes est ainsi 
perdue, des complications d’ordre mécanique peuvent survenir comme la dilatation 
ventriculaire, les troubles de rythme, la défaillance cardiaque. 
 
1.3.5. L’insuffisance cardiaque 
L’insuffisance cardiaque est définie comme l’incapacité du cœur à maintenir la 
perfusion sanguine adéquate pour suffire aux besoins de l’organisme et constitue une des 
finalités de plusieurs pathologies cardiaques [68]. La diminution de la densité de canaux 
ioniques, des changements dans le transport du calcium intracellulaire, des défectuosités dans 
le couplage entre les cellules, l’augmentation de la fibrose et l’hypertrophie cellulaire sont 
parmi les causes identifiées dans l’insuffisance cardiaque [68]. Ainsi, environ cinq millions 
d’Américains sont touchés par l’insuffisance cardiaque avec une incidence d’environ 10 cas 
par 1 000 habitants âgés de plus de 65 ans [69]. 
 
1.3.6. Les troubles du rythme 
Le déséquilibre des horloges mène à des conséquences importantes, notamment des 
troubles de rythme se manifestant par une perturbation transitoire ou persistante du rythme 
cardiaque normal. Les perturbations du rythme cardiaque peuvent survenir par exemple à 
cause de défectuosités génétiques, de pathologies acquises ou du vieillissement et leur 
apparition est souvent causée par la dysfonction des cellules pacemakers cardiaques [70]. 
Ainsi, une augmentation de ICaL et INCX durant la période diastolique provoque une surcharge 
de calcium libre intracellulaire qui est une source majeure des post-dépolarisation retardées. 
Des dépolarisations précoces de la phase 2 et de la phase 3 peuvent également survenir par une 
augmentation de ICaL et une diminution de IK1 respectivement.  
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 La réentrée est causée par la présence d’un battement ectopique qui se propage dans un tissu 
réfractaire dans une direction pendant que ce même battement se propage plus rapidement 
dans des portions du tissu avec une période réfractaire plus courte dans l’autre direction [71] 
ou que cette vague d’activation se propage autour d’un obstacle fonctionnel ou anatomique 
[68]. Afin d’être maintenue, le pulse doit traverser le circuit suffisamment lentement pour 
permettre à chaque cellule de retrouver son excitabilité (le temps de conduction doit être plus 
grand que la plus longue période réfractaire). Cette période réfractaire est due au fait que les 
canaux sodiques sont inactivés lors de la dépolarisation et qu’ils ont besoin d’être repolarisés à 
-60 mV afin de retrouver leur excitabilité [71]. Ainsi, la durée du potentiel d’action qui dépend 
de la balance entre les courants entrants (surtout calciques) et sortants (surtout potassiques) 
affecte la période réfractaire. 
La fibrillation auriculaire est une des arythmies les plus couramment rencontrées en clinique 
puisqu’elle peut survenir à tout âge, bien qu’elle soit plus fréquente chez les personnes âgées 
[71].  La fibrillation auriculaire est causée par une activation focale rapide causant un 
phénomène de réentrée due à une brisure de la vague d’activation des cellules auriculaires 
[71]. Des évidences montrent également l’implication du système rénine-angiotensine-
aldostérone dans le développement de la fibrillation auriculaire. Les effets physiologiques 
connus de AT1 (récepteur de l’angiotensine II) sont la vasoconstriction, le relâchement 
d’aldostérone et de vasopressine, la rétention d’eau et de sodium, l’hypertrophie des 
cardiomyocytes auriculaires et le développement de la fibrose. Ainsi, ces répercussions 
négatives du système rénine-angiotensine-aldostérone prédisposent les patients à la fibrillation 
auriculaire en créant des conditions favorables à la formation de réentrée [72]. Par exemple, le 
développement de la fibrose va créer des zones qui ne conduisent pas uniformément les 
stimuli électriques et qui donc prédispose l’individu à l’apparition d’une réentrée pouvant 
causer la fibrillation auriculaire.  
Le syndrome de dysfonction sinusale est un trouble de rythme affectant autant les hommes que 
les femmes [73]. Un patient sur 600 (de plus de 65 ans avec pathologie cardiaque) en est 
affecté. Il est souvent lié à un processus dégénératif, une fibrose du nœud sinusal, affectant 
également des sections adjacentes du système de conduction comme le nœud auriculo-
ventriculaire et les faisceaux de His causant des troubles dans l’automaticité et dans la 
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 propagation électrique [74]. Chez l’enfant, ce rare syndrome est associé à des malformations 
cardiaques congénitales pouvant causer des anomalies du système de conduction, à une 
hypertonie vagale ou à des complications post-chirurgies [73, 75]. Le syndrome de 
dysfonction sinusale peut également être causé par des mutations des canaux ioniques et des 
jonctions communicantes qui ont pour effet d’induire une augmentation de la durée du PA et 
de diminuer la vitesse de conduction [73].  
 
1.3.7. Le remodelage cardiaque 
Le remodelage  est défini comme un changement cellulaire, moléculaire, génomique et 
interstitiel qui se manifeste cliniquement par des variations de la taille, forme et fonction du 
cœur suite à une blessure ou un stress [64]. Le remodelage peut survenir suite à plusieurs 
pathologies, par exemple, en réponse au stress mécanique causé par la nécrose des 
cardiomyocytes qui créent une augmentation de la pré-charge, les cardiomyocytes toujours en 
vie vont relâcher des cytokines qui activeront des mécanismes de survie et d’hypertrophie. 
Ainsi, il s’en suit un remodelage structurel de la géométrie globale du cœur.  
Au niveau des oreillettes, le remodelage peut affecter la densité des canaux sodiques à la 
membrane, des jonctions communicantes ou modifier la structure du tissu. Le remodelage 
auriculaire peut également avoir un effet sur la durée du potentiel d’action et conséquemment 
sur la période réfractaire en réduisant le courant calcique de type L afin de prévenir les effets 
cytotoxiques d’une concentration trop élevée en calcium et en augmentant les courants 
potassiques (principalement IK1). Ainsi, il contribue de manière très importante à favoriser et 
maintenir la fibrillation auriculaire [71].  
Au niveau des ventricules, le remodelage est également un déterminant de l’occurrence 
d’arythmies ventriculaires. Plusieurs études ont montré que l’hypertension jumelée avec la 
présence d’une hypertrophie du ventricule gauche augmente la fréquence de battements 
ectopiques prématurés et conséquemment des arythmies [72]. Ces changements structurels et 




 Le muscle cardiaque peut perdre son efficacité pour diverses raisons certes, toutefois, par le 
développement et l’utilisation de nouvelles approches dont cette thèse discutera dans le 
prochain chapitre (comme le génie tissulaire (utilisation des biopacemakers)), il serait possible 
d’envisager de pouvoir améliorer la fonction cardiaque des patients vieillissant ou présentant 
certaines pathologies cardiaques. 
 
1.4. Les méthodes palliatives 
Tel que démontré dans la section précédente, le corps humain fait face au quotidien à une 
vaste gamme de pathologies cardiaques possibles. Ces pathologies sont souvent d’une origine 
variée, multifactorielle et souvent complexe. Malgré tout, la recherche dans le domaine de la 
cardiologie a permis de découvrir et d’élaborer des plans d’action concrets qui permettent dans 
certains cas de palier ou de renverser certaines situations pathologiques, d’en ralentir la 
progression ou d’en contrôler les effets indésirables. Bien entendu, pratiquement tous les 
patients avec dommage myocardique sont traités avec des thérapies pharmacologiques comme 
des diurétiques, des bloqueurs α et β, de l’anticoagulothérapie et par des changements au 
niveau de la diète et de leur style de vie [76]. Cette section de ma thèse parlera plus en 
profondeur des avantages et inconvénients des autres approches actuelles et en 
développement. 
 
1.4.1. Traitement des maladies cardiovasculaires 
1.4.1. Les moyens de défense intrinsèque du corps humain! 
Le corps humain possède une certaine capacité intrinsèque, bien que limitée, à se 
protéger et se réparer par lui-même. Les macrophages ont un rôle central dans le contrôle de la 
progression et de la guérison face à des pathologies, comme l’infarctus du myocarde. La 
migration des monocytes qui se transforment en macrophages provoque l’inflammation qui est 
un processus essentiel pour nettoyer les débris cellulaires et former la cicatrice. Toutefois, ce 
processus intrinsèque peut également provoquer dans plusieurs cas de lourdes conséquences. 
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 En effet, le débalancement de ce processus inflammatoire crée des dommages et aggrave le 
remodelage post infarctus [77]. Une activation contrôlée des macrophages est donc 
souhaitable pour améliorer la guérison post infarctus. 
Lorsque le cœur subit un dommage (ex. : mortalité cellulaire suite à une ischémie), le tissu 
cardiaque qui n’est plus fonctionnel est remplacé par des fibroblastes et du collagène (fibrose) 
pour assurer de maintenir l’intégrité du cœur. Ce processus de cicatrisation est essentiel à 
court terme pour réparer une blessure, toutefois, à plus long terme, il crée, lui aussi, plusieurs 
problèmes. Par exemple, à cause de la fibrose cardiaque certaines zones transmettent moins 
bien le signal électrique et induisent ainsi des conditions pro arythmiques. En effet, 
l’accumulation de collagène ou de fibroblastes entre les cardiomyocytes va les éloigner les uns 
des autres et va perturber les connexions cellule-cellule. L’équipe de Bakker a également 
démontré qu’une augmentation de la quantité de collagène était associée avec une diminution 
de l’expression des connexines et que ceci était lié également avec diminution du couplage 
cellule-cellule et conséquemment une diminution de la vitesse de propagation de l’influx 
électrique [78]. 
 
1.4.2. La transplantation d’organe 
La transplantation d’organe consiste à remplacer un organe dysfonctionnel par un 
organe sain ou fonctionnel (greffon) via une anastomose des vaisseaux sanguins qui nourriront 
le greffon. Selon Transplant Québec (http://www.transplantquebec.ca/, consulté le 15 
novembre 2015), au 31 décembre 2014, il y avait 993 personnes en attente d’un organe (non-
disponible). Et selon le rapport du Registre canadien des insuffisances et des transplantations 
d’organes (RCITO) de 2015, à travers le Canada en 2013, il y avait 4 433 patients en attente 
d’une transplantation d’organe. Toujours selon le rapport du RCITO, en 2013, 2 367 
transplantations d’organes ont été réalisées, soit environ seulement 50 % du nombre requis. 
Ainsi, la plus grande limitation reste toujours aujourd’hui la disponibilité d’organes sains et 
compatibles pour transplantation. La transplantation cardiaque est le dernier recours pour les 
patients insuffisants cardiaques et la troisième transplantation la plus courante, après celle du 
rein et du foie. 
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 La première transplantation cardiaque chez l’humain a eu lieu il y a plus de 40 ans par le Dr. 
Christian Barnard. Le taux de survie après une transplantation cardiaque a augmenté depuis les 
premières transplantations [79], toutefois, les transplantations cardiaques restent limitées par le 
manque de disponibilité d’organes compatibles (20 % des patients meurent en attente d’un 
cœur compatible [69]), les conséquences liées à l’immunosuppression essentielles pour 
diminuer les possibilités de rejet et les risques liés à la chirurgie. Toutefois, la transplantation 
cardiaque reste une option thérapeutique efficace lorsque le patient présente une insuffisance 
cardiaque chronique et que ce dernier ne répond plus aux traitements pharmacologiques [69].  
Selon le rapport du RCITO de 2015, en 2013, il y avait 2 611 Canadiens vivant grâce à une 
transplantation de cœur sain et 167 Canadiens attendaient pour recevoir un nouveau cœur 
fonctionnel. Le taux de survie post transplantation reste élevé malgré les limitations d’une telle 
intervention (83,9 % de survie à plus de 5 ans après la transplantation). Un suivi serré reste 
cependant nécessaire afin d’améliorer la survie des patients transplantés [80]. De plus, il faut 
garder en tête que le besoin en organe augmentera au fil des années à cause du vieillissement 
de la population en général. Certains traitements alternatif sont en développement et devront 
être optimisées pour combler ce phénomène.  
 
1.4.3. Le pacemaker électronique 
L’implantation d’un pacemaker (PM) est de plus en plus utilisée pour contrer certains 
troubles de rythme et diminuer la mortalité et la morbidité associées [81]. La technologie a 
beaucoup évolué depuis l’implantation du premier PM en 1958 passant d’un module très 
simple à des systèmes comportant des électrodes multichambres pouvant générer des 
fréquences de stimulation variables s’adaptant, grâce à des algorithmes appropriés, aux 
besoins du patient [75]. Toutefois, comme le concept des pacemakers est resté relativement le 
même durant les derniers 50 ans [82], plusieurs limitations sont encore associées à leur 
utilisation. Par exemple, la durée de vie des batteries varie entre 3 et 15 ans et dépend du 
nombre de fonctions, de la fréquence et de l’intensité qui sera requise pour stimuler 
adéquatement le cœur. Il est important de noter qu’actuellement le remplacement des 
pacemakers est la cause principale des cas d’infection et qu’environ 1 individu sur 40 qui aura 
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 un pacemaker aura des complications qui nécessiteront une intervention chirurgicale et ce, 
dans les 3 premiers mois de l’implantation [82]. De plus, la formation de tissu fibreux le long 
de l’électrode a également été observée et est liée avec des incidents de perforation ou des 
déchirements des parois cardiaques lorsque l’on essaie de retirer le pacemaker pour le 
remplacer [83]. Il s’avère important d’augmenter au maximum la durée de vie de ces appareils 
électroniques. En attendant l’arrivée de batteries ultraperformantes qui pourront durer pour la 
totalité de la vie d’un patient, plusieurs approches sont envisagées pour augmenter la durée de 
vie de ces dernières, parmi celles-ci, des électrodes qui peuvent relâcher certaines drogues, qui 
ont une meilleure conduction électrique et des appareils qui utilisent des algorithmes pour en 
augmenter l’efficacité [84].  
 Chez l’enfant, les électrodes sont généralement positionnées dans l’épicarde afin de ne pas 
obstruer la circulation vasculaire et pour éviter d’affecter l’intégrité de la valve auriculo-
ventriculaire alors que chez l’adolescent, les électrodes sont plus souvent implantées dans 
l’endocarde car elles demandent une chirurgie moins complexe [85]. Chez l’enfant, le PM 
monochambre est privilégié; il est plus petit et a une durée de vie supérieure [85]. L’utilisation 
de PM est associée à un fardeau important pour le système de la santé lorsque les PM 
deviennent défectueux et doivent être remplacés. Les limitations liées aux PM électroniques 
pourraient être surpassées chez certains patients si un regain de la fonction automatique 
électrique était possible. L’avenue du génie tissulaire est potentiellement intéressante afin de 
rétablir les fonctions automatiques électriques du cœur. 
 
1.4.4. La médecine régénérative 
Le remplacement et la réparation d’organes via des techniques de génie tissulaire est de 
plus en plus en vogue dans les différentes approches utilisées pour compenser les limitations 
des approches actuelles, citées ci-dessus. En effet, l’augmentation de la diversité culturelle à 
travers le monde est fort probablement une des causes de l’augmentation de la résistance à 
certains traitements actuels. La recherche dans le domaine de la génétique prend de plus en 
plus d’ampleur chaque année, car il est évident que des traitements personnalisés, face aux 
patients qui sont devant nous, sont la clé pour optimiser les taux de réussite d’un plus grand 
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 ensemble de la population. Les techniques de génie tissulaire cadrent bien dans la lignée d’une 
médecine plus « personnalisée » par le développement d’outils permettant d’adapter le 
traitement aux besoins du patient.  
La mise en culture de cellules primaires cardiaques de rats néonataux s’avère une option 
avantageuse et plutôt simple, comparativement à l’utilisation des cellules souches. 
L’utilisation de trousse d’extraction permet un excellent rendement (voir figure 10) par rapport 
aux isolations de type  maison (« DIY »). Les trousses permettent d’avoir accès à une grande 
quantité de cellules cardiaques par une méthode simple et reproductible et s’avérait une 
technique intéressante pour notre approche de développement. Ainsi, nous avons choisi 
d’opter pour la trousse d’extraction de la compagnie Worthington pour récolter les 
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 chercheurs ont montré, dans des modèles d’animaux avec infarctus, que les MSCs injectés 
avaient le potentiel de se différencier en cardiomyocytes, de recruter d’autres cellules souches 
endogènes et de sécréter des facteurs paracrines [87]. Les impacts de l’injection de cellules 
souches ont été observés sur la fonction ventriculaire gauche, sur le remodelage (induit un 
renversement) et sur la diminution de la cicatrice (tableau I) [87] et de la rigidité du tissu 
cicatriciel [88].  
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 Tableau I - Bénéfices de la thérapie par injection de MSCs chez les gros animaux 





Diminution taille cicatrice 
Augmentation fraction d’éjection 
Augmentation de la contractilité 
locale 
Augmentation de la perfusion du 
myocarde 
 
porc IM aïgu Transendocarde RMC 
Augmentation fraction d’éjection 
Diminution taille cicatrice 
 
porc IM aïgu transendocarde RMC 
Augmentation de la fonction 
diastolique 
Augmentation fraction d’éjection 
Diminution taille cicatrice 
 
porc IM aïgu Intracoronarienne RMC 
Augmentation fraction d’éjection 





Chirurgie à cœur 
ouvert 
RMC 
Diminution taille cicatrice 
Augmentation fraction d’éjection 
Augmentation de la contractilité 
locale 
Augmentation de la perfusion du 
myocarde 
 
Modifiée de Williams et collaborateurs [87].  
RMC : résonnance magnétique cardiaque, IM : infarctus du myocarde 
 
Les iPSCs humaines sont dérivées de la masse cellulaire avant l’implantation de l’embryon et 
sont dérivées d’une reprogrammation des cellules somatiques grâce à divers facteurs. Elles ont 
la particularité de pouvoir se renouveler en culture pour de longues périodes (mois, voire 
même années) et de pouvoir générer tous les types cellulaires. Quant à la lignée 
cardiovasculaire, la production de cardiomyocytes, de cellules endothéliales et de cellules 
musculaires lisses est maintenant possible [89]. Les premières procédures de différentiation 
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 des iPSCs utilisaient une inhibition de Wnt et produisaient environ 10-50 % de 
cardiomyocytes seulement. Toutefois, les avancés faites quant à la production de cellules 
différenciées provenant de iPSCs ont permis de créer des modèles robustes pour des 
applications à haut débit [89]. Les cardiomyocytes dérivés des iPSCs produits 
commercialement à ce jour représentent des fractions purifiées (environ 90 % de 
cardiomycoytes) et sont vendus, à ce jour, à un prix élevé [89]. Ces avancés permettent malgré 
tout aux compagnies pharmaceutiques ainsi qu’aux chercheurs de pouvoir tester certains 
composés (et ceci, sans biais causé parfois par des pathologies multifactorielles et complexes) 
et surtout, de le faire à un stade précoce dans le développement sauvant ainsi temps et argent 
aux personnes concernées [89]. Au niveau des caractéristiques électrophysiologiques, les 
cardiomyocytes dérivés de iPSCs semblent posséder la majorité des canaux ioniques 
cardiaques bien qu’ils sont toutefois immatures [90]. Parmi les différences importantes entre 
les cardiomyocytes adultes et les cardiomyocytes dérivés des iPSCs, il y a l’absence de IK1 qui 
est important pour maintenir le potentiel de repos et l’absence de If qui contribue à 
l’automaticité via la dépolarisation lente entre les contractions [91]. De plus, bien que les CM 
dérivés des iPSCs présentent certaines similitudes dans leur manière de transporter le calcium, 
elles présentent plusieurs différences importantes, comme l’absence de tubules-T 
(invagination du sarcolème). Le tableau II présente l’ensemble des similitudes et des 
différences observées et la figure 11 présente un schéma de ces répercussions. Amano et 
collaborateurs ont également démontré le potentiel des iPSCs pour produire un tissu 3D de 
cardiomyocytes intégrant un réseau présentant des similitudes avec les capillaires sanguins et 
ils ont montré des réponses toxicologiques différentes entre ce tissu 3D vascularisé 
comparativement et la monocouche 2D de iPSCs dérivés en CM [92]. Les iPSCs présentent 
donc un potentiel intéressant pour la médecine régénérative, pour tester la toxicité ainsi 
qu’évaluer l’efficacité de nouveaux agents pharmacologiques en développement [93]. 
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 Tableau II - Caractéristiques des cardiomyocytes dérivés des iPSCs comparativement aux 
cardiomyocytes adultes 
Similitudes avec les CM adultes Différences avec les CM adultes 
Caractéristiques morphologiques Ressemble plutôt aux CM immatures 
Canaux ioniques majeurs présents 
Expression des canaux ioniques majeurs 
ressemblent plutôt au stade néonatal 
Machinerie contractile 
Potentiel membranaire diastolique est entre 
-70 et -60 mV 
Réticulum sarcoplasmique fonctionnel Contractions spontanées 
Transport du calcium  Force de contraction faible 
Récepteurs à la ryanodine 
Absence de tubules T / Mécanisme Ca2+ 
induit-Ca2+ largué immature 
Mécanisme Ca2+ induit-Ca2+ largué Courant If et Ik1 
Potentiels d’action similaire aux cellules 
auriculaires et ventriculaires 
Taille cellulaire variable 
Modifié de Del Alamo et collaborateurs [89]. 
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Figure 11 – Schéma présentant les différences entre un cardiomyocyte adulte et un 
cardiomyocyte dérivé de cellule iPSCs 
Bien que la majorité des éléments soit présents, il existe d’importantes différences dans 
l’organisation et fonctionnalité (maturité) des CM-dérivés des iPSCs (à droite) en 
comparaison avec les cardiomyocytes adultes ventriculaires (à gauche). 
Tiré de Kane et collaborateurs [94]. 
 
 
Optimisation des cellules souches en culture cellulaire 
Les cellules adhérentes produites en culture cellulaire sont également difficile à séparer du 
support de culture sans les endommager dans le but d’un éventuel transfert vers l’hôte. 
Toutefois, certaines techniques peuvent être utilisées pour contourner ce problème. En effet, 
une étude de Matsuura et collaborateurs a montré qu’il était possible d’utiliser le Poly(N-
isopropylacrylamide) (PIPAAm), un polymère qui réagit à la température, comme support de 
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 culture et que les cellules adhèrent à ce dernier à 37 oC, car il est hydrophobe. Ensuite, par une 
simple variation de la température (amener en-dessous de 32 oC), cela rendait le support 
hydrophile et ce changement dans la température permet de détacher les cellules du support de 
PIPAAm à cause du gonflement et de l’hydratation rapide des cellules [95]. Cette approche 
permet ainsi de récolter le feuillet tissulaire créé tout en préservant les liaisons cellule-cellule. 
 
Les cellules souches peuvent être différenciées en sous-types de cardiomyocytes et être 
sélectionnées ensuite en fonction de leurs propriétés morphologiques, moléculaires et 
fonctionnelles pour purifier une culture en un sous-type précis. Ainsi, il est maintenant 
possible de purifier une sous-population de cellules souches différentiées en cellules 
« pacemakers-like » grâce à une technique de sélection par biologie moléculaire démontrée 
par Hashem et collaborateurs en 2013. En résumé, ils réalisent une transfection avec le 
promoteur Shox2-neo (résistance à la néomycine) dans des cellules CJ-7 ES pour purifier la 
population de cellules qui contiennent le vecteur Shox2-neo, soit les cellules sino-auriculaires 
de type « pacemaker-nodal-like » par sélection avec l’antibiotique. Ensuite, ils font la culture 
des cellules CJ-7 ES durant 7 jours après la transfection, amorcent un processus de 
différenciation en corps embryonnaires et ils font appliquer deux étapes de sélection à la 
néomycine « G418 » à une concentration de 200 µg/mL. Les cellules qui ont survécu aux 
étapes de sélection sont ensuite mises en culture pour en amplifier le nombre; un passage est 
réalisé tous les 4 jours. Ils utilisent le même principe en utilisant le promoteur Cx30.2 pour 
isoler les cellules auriculo-ventriculaire de type « pacemaker-nodal-like » des autres sous-
populations cellulaires [70]. 
 
Méthodes pour induire la différentiation en cardiomyocytes 
Conjointement avec les stimuli retrouvés in vivo, tel que la stimulation électrique et 
mécanique, il est également possible d’utiliser certains agents ou composés chimiques ou 
pharmacologiques afin d’induire une différenciation des cellules souches en phénotype 
cardiaque. Ceci est tout à fait pertinent dans un contexte de thérapie cellulaire, mais également 
dans un contexte de test de composés pharmacologiques par l’utilisation de modèle cellulaire 
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 physiologique et pathologique. La possibilité d’obtenir des modèles cellulaires représentatifs 
des conditions in vivo est intéressante pour les entreprises pharmaceutiques ou œuvrant dans le 
domaine des  biotechnologies. Ces modèles cellulaires permettent d’échantillonner plusieurs 
molécules à la fois et permettent d’effectuer des tests d’efficacité ou de toxicité qui sont 
rapides, peu coûteux et efficace. Cela permet au final une économie importante pour 
l’entreprise qui évite les études cliniques non fructueuses. 
Plusieurs avenues sont présentement investiguées, voici un bref survol de quelques-unes de 
ces  possibilités qui verront peut-être le jour dans un avenir proche. 
 
 1-ethyl-2-benzimidazolinone (1-EBIO) 
Ce composé induit l’ouverture des canaux SK4 (courant IKCa) et provoque la différentiation 
des cellules souches embryonnaires de souris en cardiomyocytes avec une forte quantité de 
cellules avec des propriétés d’automaticité (enrichissement en cellules de type pacemakers). 
En bref, 1-EBIO agit en changeant l’expression d’environ 2400 gènes (tropomyosine, Nkx2.5, 
Mesp1,…). Les propriétés automatiques sont favorisées par l’induction de gènes spécifiques 
au nœud sino-auriculaire (HCN4, Tbx3, Shox2, Cx45, Cx30.2) parallèlement avec une perte 
de gènes spécifiquement impliqués dans la différentiation en cellules cardiaques ventriculaires 
[96, 97]. Les canaux SK sont retrouvés majoritairement dans l’oreillette, le nœud sino-
auriculaire et les veines pulmonaires et jouent un rôle important sur la régulation de la durée 
des potentiels d’action [98]. Il est à noter que l’activation de SK4 via 1-EBIO diminue la 
prolifération cellulaire (réduction du nombre de cellules dans la phase S et une augmentation 
de celles dans la phase G1 et G2/M) [98]. 
 
 Facteur T-box 3  
T-Box 3 (Tbox3) est connu pour avoir un rôle dans tous les stades du développement 
cardiaque : spécialisation initiale du mésoderme, segmentation du tube cardiaque primitif en 
structure du myocarde (formation des cavités et des autres composantes), formation des valves 
et du septum qui sépare les cavités et finalement, dans la formation du système de conduction. 
[12]. Par leur grand rôle dans plusieurs étapes de la formation du myocarde, il est assez facile 
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 de croire que les gènes T-box pourraient avoir un impact important sur la prolifération ou la 
différenciation des cellules souches en cellules cardiaques. Particulièrement, Tbox3 serait 
même un pilier dans la régulation de la pluripotentialité (maintien des cellules souches dans un 
état pluripotent) [99]. 
 
 Angiotensine II  
L’angiotensine II (Ang-II) est le principal agent impliqué dans le mécanisme d’action du 
système rénine-angiotensine. Plusieurs études ont montré l’implication de Ang-II dans la 
différentiation des cellules souches. Plus spécifiquement, une étude de Xue et al. a confirmé la 
présence du courant If et par le fait même de l’expression des canaux HCN dans des cellules 
souches (positive pour le marqueur de surface cellulaire C-kit) suite à un traitement avec Ang-
II [100]. Ang-II constitue donc un agent intéressant à garder en tête dans un contexte de génie 
tissulaire orientée vers une approche de « biopacemakers » pour biotransformer une source de 
cellules souches en cellules cardiaques de type pacemakers.  
 
 Icariin 
C’est le principal agent actif de l’extrait de Epimedium, une herbe médicinale chinoise qui fait 
partie de la famille des flavanoïdes [101]. Icariin est un nouvel agent de différentiation qui a 
démontré sa capacité à améliorer la différenciation des cellules souches embryonnaires et les 
cellules souches dérivées du tissu adipeux [102]. Son mécanisme d’action n’est pas encore 
totalement élucidé, toutefois, une étude de Zhou el al. en 2014, a montré que la 
« phosphatidylinositol 3-kinase enhancer » (PIKE) était impliquée dans le processus puisque 
son inhibition par un Si-RNA empêchait la différentiation [103]. De plus, l’expression 
augmentée de gènes spécifiques cardiaques pourrait être partiellement expliquée par la 




  Combinaison de 3 facteurs de transcription du développement 
La combinaison de Gata4, Mef2c et Tbx5 a montré une reprogrammation rapide et efficace de 
fibroblastes de la peau chez la souris directement en cellules de type « cardiomyocyte-like ». 
 
 Culture en suspension (corps embryonnaires) 
L’injection de cellules souches comme les myoblastes squelettiques ou les cellules 
progénitrices endothéliales ont été proposées par certaines équipes comme étant une approche 
prometteuse pour la régénération cardiaque [104].  Ces lignées cellulaires uniques peuvent être 
amplifiées en culture dans un état non différencié et peuvent éventuellement être différenciées 
dans le type cellulaire désiré [105]. Un tel processus a été démontré par plusieurs équipes de 
chercheurs, par exemple, des cellules embryonnaires humaines ont été mises en culture via 
une méthode de culture en 3D (corps embryonnaires, figure 12) et les cellules isolées des 
endroits qui montraient de l’activité spontanée se sont révélées présenter des caractéristiques 
structurelles, moléculaires et fonctionnelles de cardiomyocytes.  Ce procédé permet ainsi de 
générer en culture un syncytium de cardiomyocytes fonctionnels possédant de l’activité 
spontanée [106] et une propagation des potentiels d’action [105]. 
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Figure 12 - Méthode de culture en sphéroïdes ou corps embryonnaires 
 
Tel que décrit précédemment, l’injection de cellules souches dans l’organisme, soit via une 
injection tissulaire (localisée) ou circulatoire (systémique), a montré des effets positifs. 
Toutefois, bien qu’étant une technique prometteuse, l’injection de cellules souches reste une 
méthode plutôt limitée puisque les résultats obtenus jusqu’à présent semblent indiquer un 
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 succès thérapeutique plutôt modeste qui serait lié à une mauvaise optimisation des cellules 
souches injectées [107]. En effet, la cause la plus importante de perte d’efficacité 
thérapeutique ou de l’obtention de résultats non satisfaisants lors d’une approche par injection 
de cellules souches est la mortalité des cellules [104]. Les cellules sont injectées dans un 
environnement déjà hostile et non favorable à la croissance et prolifération. Ainsi, la 
conséquence est souvent que ces cellules meurent également à leur tour après une courte 
période. L’adhésion des cellules souches injectées est un autre des facteurs limitant les taux de 
succès de cette approche. Funakoshi et collaborateurs ont montré qu’une mauvaise 
optimisation/différenciation des cellules souches injectées avait un impact significatif sur les 
taux de cellules injectées qui restaient dans la zone d’intérêt [107].  Dans cet ordre d’idée, 
plusieurs études ont montré que les bénéfices obtenus à court terme à partir de ces cellules 
sont perdus très rapidement après l’injection [95], que l’amélioration de la fraction d’éjection 
du ventricule gauche est de seulement 0.9-6.1 % et que dans près de la moitié des études, ces 
bénéfices disparaissaient à plus long terme [108]. Cela démontre que la régénération cellulaire 
est un processus complexe d’où l’importance de développer d’autres approches. 
Afin de dépasser les limites d’utilisation des cellules souches par technique d’injection 
localisée ou systémique, une approche prometteuse est présentement en développement par 
plusieurs équipes à travers le monde qui consiste à produire des feuillets cellulaires en culture 
pour créer du tissu de remplacement. La culture cellulaire de tissu analogue est de plus en plus 
populaire en médicine régénérative (pour le conditionnement de cellules souches dérivées en 
cardiomyocytes [109, 110], la construction de tissu [111-115]) et pour l’évaluation de la 
cardiotoxicité [116, 117]). Il existe également une grande demande pour des pièces de 
remplacement tel que des artères coronaires et des valves. Ces structures issues du génie 
tissulaire constituent des substituts intéressants aux greffes autologues [118]. Récemment, des 
équipes ont créé du tissu cardiaque à partir de diverses sources (ex. : cardiomyocytes isolés, 
cellules mésenchymateuses, cellules souches pluripotentes...) et l’ont greffé à un hôte; dans 
plusieurs cas, une intégration fonctionnelle a même été démontrée [119-122]. L’utilisation de 
la culture cellulaire est donc une option avantageuse et envisageable pour réparer ou remplacer 
un tissu dysfonctionnel. Un autre avantage du génie tissulaire est la possibilité de jumeler 
différents types cellulaires pour créer un tissu de remplacement optimisé et personnalisé en 
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 fonction des besoins du receveur. Par exemple, il a été montré que des cardiomyocytes 
ventriculaires de rats néonataux en co-culture avec des fibroblastes préalablement transfectés 
avec Kv1.3 (canal potassique sensible au voltage) avaient une fréquence de contraction 
autonome réduite de 68% et que le couplage de cardiomyocytes avec des cellules rénales 
embryonnaires (HEK293) qui surexpriment la Cx43 ralentit la conduction électrique par 5 fois 
[123]. L’idée ici était de voir l’impact de cellules non excitables (HEK293) sur l’activité 
propagatrice électrique. Ainsi, les cellules HEK293 agissent en diluant le stimulus électrique. 
On peut donc s’attendre à ce qu’une augmentation de cellules non excitables ait le même effet 
in vivo. Une étude a d’ailleurs montré des résultats similaires d’une interaction entre les 
cardiomyocytes et les fibroblastes (cellules non excitables) exprimant la Cx43 et de plus, elle a 
montré une diminution du potentiel de repos de -78 à -50 mV [124]. Une étude réalisée par Ko 
et ses collaborateurs [125] a montré que l’ensemencement de cellules souches embryonnaires 
humaines dérivées en CM sur un support poreux biodégradable permet de créer une 
construction tissulaire qui peut être greffée in vivo sur un cœur de rat. L’épaisseur de la 
construction reste une limitation due aux conditions de diffusion limitant la survie des cellules 
à une distance de quelques centaines de micromètres du capillaire le plus près [125]. 
Récemment, l’utilisation de tri-culture (cellules souches embryonnaires dérivées en CM + 
cellules endothéliales + fibroblastes embryonnaires) a permis de former un tissu vascularisé 
[122]. L’équipe de Lesman [122] a injecté des billes fluorescentes à l’intérieur des ventricules 
de rats, ils ont alors pu démontrer l’intégration fonctionnelle du greffon et de l’hôte en 
montrant l’accumulation de ces billes fluorescentes dans le myocarde de l’hôte, ainsi que dans 
le greffon [122]. La création de tissu vascularisé à partir de techniques de génie tissulaire 
permettra de surpasser les limites d’épaisseur maximale de la construction tissulaire actuelle et 
ceci permettra ainsi de pousser encore plus loin les répercussions positives de la création de 
tissu de remplacement. Toutefois, les propriétés électriques (couplage avec les autres CM ou 
activité autonome) de même que les propriétés mécaniques (force de contraction) du greffon 
restent encore à être étudiées. De plus, le faible nombre de CM humains disponibles (à cause 
de la complexité de les amplifier en culture) associé à une perte significative de CM viables 
après une transplantation limitent actuellement les bienfaits à long terme de cette approche 
[122].  
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 Il ne faudrait pas passer sous silence également l’immense controverse que suscite l’utilisation 
des cellules souches pour une utilisation clinique. En effet, la compagnie Geron (USA), est 
l’entreprise pionnière quant à l’utilisation des hESC en médecine régénérative. Après avoir été 
approuvée par la FDA en 2009 pour réaliser la première étude mondiale par thérapie de 
cellules souches, cette dernière a été rapidement mise sur la glace suite à différents cas de 
tumeur au cerveau (reliés ou non avec l’étude clinique de Geron). Cela a pris non moins d’un 
an pour faire le point sur le dossier et permettre à Geron de continuer son étude qui a pris 
ensuite fin quelques mois après par manque de fonds de la compagnie [126]. Les études 
cliniques utilisant les cellules souches voient de plus en plus le jour, le premier critère doit 
rester la sécurité pour le patient et seulement, ensuite, évaluer l’efficacité de la thérapie pour 
corriger la pathologie [126]. L’utilisation des ESCs en recherche constituent un enjeu éthique 
important dont certains voudraient bannir l’utilisation et d’autres voient l’énorme potentiel 
qu’elles ont à offrir [127]. Comparativement, les iPSCs ont l’avantage de ne pas être 
confrontées à ces limitations d’ordre éthique [127].  
 
1.5. L’importance de l’environnement et son impact sur la différentiation 
des cellules cardiaques 
Différentes techniques sont utilisées pour induire un remodelage protéique, soit : 
contrôler l’environnement de culture, utiliser la biologie moléculaire ou utiliser la thérapie 
génique. Le contrôle de l’environnement est important afin d'amener les cellules à avoir, 
idéalement, des caractéristiques structurelles et fonctionnelles semblables au tissu d'origine. Le 
cœur, in vivo, est assujetti à deux types de stimulation principalement : électrique et 
mécanique. Ainsi, les conditions de culture doivent être similaires à l’environnement in vivo 
puisque les cellules pluripotentes induites en CM seront affectées par la présence ou l’absence 
de ces stimuli. Globalement, l’environnement exerce une énorme influence sur la morphologie 
et la physiologie cellulaire. Plusieurs cas dans la littérature ont montré que la simple variation 
de certains facteurs dans l’environnement entourant les cellules pouvait modifier leur 
apparence ainsi que leur fonction. Par exemple, les cellules souches vont se différencier en un 
produit final selon l’influence du milieu environnemental [69].  
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 1.5.1. Effets des propriétés biomécaniques (rigidité) du support de culture 
 Parmi les propriétés qui peuvent influencer l’environnement biomécanique et par 
conséquent avoir un impact sur la physiologie des cellules, il y a tout d’abord, la rigidité du 
support de culture sur lequel les cellules sont cultivées. Les tissus cardiaques in vivo ont une 
rigidité connue (4-11 kPa : rats néonataux, 12-70 kPa : rats adultes et 20-500 kPa : cœur 
humain) [128], ainsi, les cardiomyocytes vont ressentir un étirement en fonction de la 
résistance qu’ils auront au phénomène de contraction/relaxation (systole/diastole) [129]. Les 
cardiomyocytes ont une capacité à s’adapter aux changements, par exemple, de la rigidité de la 
matrice cellulaire en situation pathologique comme la fibrose, l’infarctus du myocarde, 
l’hypertrophie cardiaque et le vieillissement qui peuvent conduire jusqu’à l’inhibition 
complète de la contraction [130]. Il a été montré que les cardiomyocytes en culture 
conservaient leurs propriétés contractiles plus longtemps s’ils étaient mis en culture sur un 
substrat d’une rigidité qui ressemble à celle retrouvée in vivo [130]. Un substrat mal adapté 
(trop mou ou trop rigide) mène à une dégradation et désorganisation structurelle des 
cardiomyocytes en empêchant la cellule d’atteindre sa pleine maturité via l’implication de la 
cascade « Rho-associated protein kinase » menant à la formation des « fibres de stress ». La 
formation de ces « fibres de stress » lorsque les cellules sont mises en culture sur un substrat 
trop rigide ou trop mou interfère avec le développement et la maturation des cardiomyocytes 
de rats néonataux [128]. 
Des protéines impliquées dans la détection de l’étirement ont été identifiées dans le sarcomère 
(α-actinine) et le complexe costamère (intégrine β1, titine, jonctions adhérentes) [128]. Le 
costamère fait le lien entre les disques Z et la membrane cellulaire afin de transmettre la force 
générée à l’ensemble de la matrice extracellulaire. L’intégrine β1 est particulièrement 
importante pour la régulation des interactions cellules-matrice (protection cytosolique). Les 
intégrines s’accrochent aux disques Z via des protéines structurelles comme la desmine, la 
vinculine, la taline, ou la zyxine [130]. La rigidité du substrat affecte également le stress 
généré à l’intérieur du cardiomyocyte et ceci est un processus adaptatif et dépendant du temps 
qui affecte la contractilité [130]. Par exemple, les cardiomyocytes de rats néonataux en culture 
auraient une force de contraction maximale sur un support de 10 kPa [128] et comme la force 
de contraction est directement liée à l’amplitude de la transitoire calcique, on peut alors 
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 Le cytosquelette (α-actinine) de la cellule est représenté en vert, les protéines d’ancrage sont représentées en 
rouge (complexe costamère : intégrines + protéines structurelles). Lorsqu’une contraction cellulaire se produit, 
une force ( f ) est appliquée.  
Il a été montré que l’organisation des sarcomères habituellement structurée chez les 
cardiomyocytes de rats adultes isolés était perturbée par l’utilisation de substrats d’une rigidité 
intermédiaire, soit entre 7 kPa et 255 kPa [129]. Galie et collaborateurs [129] ont également 
montré que l’inhibition de l’activité phosphatase pouvait bloquer la dégradation du système 
contractile sur un support d’une rigidité intermédiaire sans toutefois complètement élucider le 
mécanisme impliqué. Qui et collaborateurs ont montré que les propriétés biomécaniques de la 
matrice extracellulaire vont affecter le cycle cellulaire et la prolifération des cellules souches 
résidentes progénitrices (recrutement), diminuer le potentiel de ces cellules progénitrices à se 
différentier en lignée cardiaque et accélérer le vieillissement cellulaire [133]. Ainsi, les 
propriétés biomécaniques constituent une cible intéressante à investiguer d’un point de vue 
thérapeutique dans le traitement de la fibrose cardiaque, par exemple.  
Les fibroblastes sont importants pour maintenir la structure et la fonction cardiaque, en effet, 
le tissu cardiaque doit être suffisamment résistant à la charge de pression, mais assez souple 
pour permettre l’action de pompage. Il existe une communication croisée entre les 
cardiomyocytes et les fibroblastes pour maintenir l’homéostasie et assurer un remodelage du 
cœur en réponse à une augmentation physiologique de la charge (ex. : durant l’exercice) [134]. 
La structure et les fonctions des iPSCs sont également affectées par les caractéristiques du 
substrat sur lequel elles sont mises en culture. En effet, Heras-Bautista et collaborateurs [135] 
ont montré des signes de stress mécanique (augmentation de l’expression de l’actine des 
muscles lisses alpha) après 5 semaines en culture sur une surface rigide de verre, comparative 
à une surface en polyacrylamide (55 kPa). La culture sur surface rigide mène à une perte de la 
fonction contractile. Macri-Pellizzeri et collaborateurs ont montré une différentiation favorisée 
des iPSC en lignées cardiaques sur une matrice de polyacrylamide (0.6 kPa) avec un 
revêtement de fibronectine [136].  
Ainsi, les caractéristiques de l’environnement biomécanique dans lequel les cellules sont 
placées doivent être identifiées et doivent reproduire le plus près possible les conditions 
retrouvées in vivo. C’est d’ailleurs ce sujet qui constituera la nature du premier article inclus 
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 dans cette thèse.  De ce fait, deux types de stimulations, retrouvés in vivo, sont importants pour 
assister le développement de la construction tissulaire : la stimulation électrique (courant) et la 
stimulation mécanique (étirement) [24]. 
 
1.5.2. Effets de la stimulation électrique 
Afin de reproduire l’environnement électrique in vitro, un conducteur électrique (des 
électrodes) est nécessaire pour établir un lien avec les parties non métalliques d’un circuit. 
Pour ce faire, différents types de matériaux sont utilisés pour fabriquer les électrodes : argent-
chlorure d’argent [137, 138], titane [139, 140], titane-nitride [140], acier inoxydable [138], 
hydrogel [138], platine [141-143], platine-iridium [144]. Les électrodes en carbone [140, 145-
147] semblent être un choix plus populaire offrant une meilleure efficacité [140, 145, 148] que 
les autres métaux [138] et produisent un meilleur transfert de charges donc, elles constituent 
d’excellent matériaux pour un bioréacteur [140]. Il existe deux méthodes de stimulation 
électrique : locale et globale. La stimulation locale se fait par injection de courant en un point 
précis du milieu extra- ou intracellulaire à l'aide d'une électrode générant l’activation de 
cellule locale et la propagation à toutes les cellules interconnectées. D’un autre côté, la 
stimulation globale dépolarise l'ensemble des cellules par l'application d'un champ électrique 
issu de la différence de potentiel entre deux électrodes parallèles; cette forme de stimulation 
est à favoriser, car elle facilite l'enlignement ordonné des cellules qui, par séparation de 
charges du cytosol, se comportent comme des dipôles s'alignant dans la direction du champ 
[149]. De plus, la stimulation globale ne nécessite pas que toutes les cellules soient 
interconnectées afin de propager l’activation à l’ensemble des cellules se trouvant à l’intérieur 
du champ créé [140].  
Lorsque des CM de rats néonataux sont cultivés in vitro, la stimulation électrique affecte la 
géométrie, l'alignement des sarcomères et la distribution spatiale des connexines Cx-43 
(jonctions cellule-cellule) et des mitochondries [24, 150]. La stimulation électrique favorise la 
prolifération cellulaire et la formation des jonctions communicantes électriques [24]. Sans 
stimulation électrique, les cardiomyocytes adoptent une forme arrondie et un remodelage de 
l’actine et de la troponine-I provoquant ainsi une perte progressive des propriétés contractiles 
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 [151]. D'un point de vue fonctionnel, les CM soumis à la stimulation électrique ont une plus 
grande amplitude de contraction synchronisée, une plus grande fréquence maximale 
d'entraînement [150] et sont moins hypertrophiés [152]. La stimulation électrique permet la 
génération de contractions régulières qui optimise la gestion interne du Ca2+  [153], la densité 
et la fonction des canaux calciques de type L (CCL) qui est un élément clé de l'horloge 
membranaire. Parallèlement, un rythme irrégulier ou trop rapide provoque une diminution de 
ICaL [154] et de l’activité de la pompe SERCA [155] et pourrait influencer la fréquence 
d’activation. Ainsi, la fréquence d'activation d’un BPM dépend de l'expression de canaux 
ioniques et peut être modifiée par la stimulation électrique [154]. 
 
1.5.3. Les systèmes de stimulation électrique 
Parmi les différents systèmes commercialement disponibles, le C-PACE EP de Ion 
Optix permet la stimulation des cellules grâce à un courant pouvant atteindre une amplitude 
allant jusqu’à 240 mA, un voltage jusqu’à 40 V, une durée du pulse électrique entre 0,4 et 24 
ms et une plage de fréquences de 0,010 jusqu’à 99 Hz. Les plages variées permettre de 
personnaliser les protocoles de stimulation selon les besoins expérimentaux  et constituent un 
avantage important dans l’élaboration d’un système qui pourra ainsi être utilisé à diverse fins 
(plusieurs types cellulaires, mimer différentes pathologies…). Le système développé par Ion 
Optix utilise, tout comme notre bioréacteur, une stimulation biphasique, c’est-à-dire que le 
premier pulse créé est envoyé dans une direction du champ et le pulse suivant est envoyé dans 
la direction opposée de ce même champ. Ceci permet de diminuer l’effet d’électrolyse 
(accumulation de charges sur une surface des électrodes). Il est également possible d’utiliser 
des protocoles spéciaux de stimulation permettant de simuler des arythmies via l’intégration 
de variations aléatoires ou de décalages à certains moments fixes. 
 
1.5.4. Effets  de la stimulation mécanique 
L’environnement biomécanique joue un rôle important dans la fonction des cellules 
cardiaques et ceci a un grand impact sur le développement physiopathologique cardiaque 
[156]. Pourquoi est-il intéressant d’étudier l’environnement mécanique des cardiomyocytes? 
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 En fait, ces derniers possèdent des canaux ioniques à la surface de leur membrane. Ces canaux 
ont comme fonction primaire de laisser passer un flux d’ions (Na+, K+, Ca2+,…) de part et 
d’autres de la membrane qui peuvent établir des gradients de voltage importants. Il existe 
différentes classes de canaux ioniques, il y a entre autre les canaux ioniques couplés au voltage 
qui sont activés par des différences de potentiel électrique de part et d’autre de la membrane, 
les canaux ioniques activés par la présence d’un ligand dans leur site actif (la liaison du ligand 
permet l’ouverture ou la fermeture du canal) et finalement, une classe qui nous intéresse plus 
particulièrement dans le cadre de cette thèse, les canaux sensibles à l’étirement. Une 
augmentation de volume au niveau du cœur influence la régularité et la fréquence des 
contractions cardiaques [66]. Au niveau cellulaire, c’est-à-dire au niveau du CM, l’activité 
électrique est directement reliée à l’activité mécanique par le couplage excitation-contraction. 
Sachs a montré en 2011 la présence d’une rétroaction mécano-électrique [157] due aux canaux 
sensibles à l’étirement (CSE). Les CSE sont des canaux ioniques dont l’activation ou 
l’ouverture est régulée par l’environnement mécanique (étirement, pression, stress 
mécanique). Ces canaux jouent un rôle très important dans l’adaptation électrophysiologique 
des cardiomyocytes face à un stress mécanique [158, 159] en transformant ce signal 
mécanique en signal électrique ou biochimique [160]. Les cellules cardiaques sont assujetties 
à subir des changements dynamiques au niveau de l’étirement et du stress mécanique au cours 
de la contraction musculaire et du remplissage-expulsion du sang [161]. Il a été démontré 
aussi bien dans des cardiomyocytes isolés de souris, d'humain, de rat et de cochon d'Inde que 
dans des cellules provenant de ventricule de rat et de grenouille ou que dans des coeurs isolés 
de lapin, de chien et de cochon d'Inde qu'un étirement mécanique peut induire une 
dépolarisation du potentiel de repos membranaire [162]. La majorité du temps, la 
dépolarisation est proportionnelle au pourcentage d’étirement appliqué [162]. Toutefois, une 
exception a été observée pour les cellules ventriculaires du cochon d’Inde qui en réponse à un 
étirement important induisent une hyperpolarisation probablement due à l’augmentation de la 
conductance du potassium suite à l’augmentation du [Ca2+]i [163]. En résumé, les CSE sont 
répandus dans plusieurs types cellulaires et ils ont pour fonction de répondre aux perturbations 
mécaniques comme la régulation du volume, l’augmentation du calcium, l’activité électrique 
cardiaque… Les effets des CSE peuvent être bloqués par des composés comme le gadolinium 
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 (Gd3+) (peu spécifique) ou plus spécifiquement par une toxine provenant de la tarentule 
Chilean Rose (GsMTx4) [164]. 
Il existe premièrement des étirements qu’on dit statiques (aigus ou chroniques), selon Riemer 
et Tung en 2013, un haut niveau d’étirement pourrait induire des extrasystoles et de l’activité 
spontanée dans certaines cellules isolées ventriculaires de grenouille [165]. Stacy et 
collaborateurs ont également montré qu’un étirement augmentait l’incidence de cas 
arythmiques [166]. Les chercheurs semblent s’entendre sur le fait que la durée du PA est 
diminuée au début de la repolarisation, mais augmentée vers la fin de repolarisation suite à 
l’application d’un étirement [167]. L’effet semble varier entre les études, ceci est 
probablement dû à la modulation du Ca2+ dans la réponse du muscle cardiaque suite à 
l’étirement (puisqu’en présence d’un tampon de Ca2+, nous observons l’effet inverse) [162]. 
Quant à la stimulation à plus long terme, des études ont démontré des effets importants durant 
le développement cardiaque. Un étirement statique de cellules souches embryonnaires de 10 % 
durant quelques heures induit une augmentation des marqueurs cardiaques MEF2 et GATA-4 
et augmente les taux de cellules qui se contractent de façon spontanée [128].  
Il existe également un étirement qu’on dit cyclique, c’est-à-dire qu’il fait des allers retours 
mimant l’activité contractile cardiaque. Une activité cyclique chronique (5 % à 1 Hz durant 48 
h) est associée avec une orientation des cellules parallèlement au champ d’étirement et une 
contraction plus prononcée. Un des joueurs potentiel du réalignement des cardiomyocytes 
serait TRPV4, car son inhibition par les antagonistes RN1734 & HC067047 lors d’une 
stimulation cyclique dans des PSCs dérivés en CM bloque ce réalignement, toutefois la 
stimulation de TRPV4 avec l’agoniste 4-α-PDD n’est pas suffisante pour induire ce 
changement d’orientation [168]. La stimulation mécanique cyclique a induit une augmentation 
de la troponine cardiaque de type T, de la tropomyosine, de la Cx-43 et du facteur GATA4 
[169]. Nguyen et collaborateurs ont montré qu’un étirement cyclique (8-15 % à 2 Hz durant 4 
jours) de CM de poulet embryonnaires accélérait la fréquence de contraction et améliorait la 
réponse à l’isoprotérénol du feuillet cellulaire [170]. Finalement, Banerjee et collaborateurs 
ont aussi démontré qu’un étirement cyclique de 16 % à 1 Hz pendant 24 h était suffisant pour 
augmenter la prolifération de cardiomyocytes embryonnaires de souris, de même que leur 
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 taille et l’expression de certains myofibrilles (environ 60 % d’augmentation de la titine et 
environ 40 % de la chaîne lourde de la myosine) [171]. 
De manière générale, l’étirement provoque l'ouverture des canaux dépolarisant la cellule au 
repos par l'entrée de Na+ et de Ca2+. L'entrée de Ca2+ accentue l'entrée de Na+ via NCX qui 
dépolarise le potentiel membranaire parfois jusqu’au seuil initiant le PA [172]. L’étirement 
peut induire des extrasystoles et de l’activité spontanée dans les CM ventriculaires [165]. Il 
produit une augmentation de IK1 via une surexpression des canaux K
+ à rectification entrante 
et ce remodelage est responsable du raccourcissement de la durée du PA dans des CM 
auriculaires [173]. Un étirement chronique augmentera If via une surexpression de HCN2 [41] 
et pourrait ainsi produire un PA qui proviendrait purement d’une activation mécanique. Il a 
également été montré que des CM soumis à un étirement du support flexible de culture (in 
vitro) ou à une surcharge de volume (in vivo) vont modifier l’expression de certaines 
protéines, facteurs de croissance et cytokines, favorisant le développement de l’hypertrophie 
cardiaque [53]. L'hypertrophie cellulaire peut faire varier la fréquence autonome par le 
prolongement du PA [174], l'augmentation de la capacité membranaire et la diminution de 
ICaL[175]. Un étirement uniaxial cyclique de 10% module la propagation électrique en 
surexprimant Cx-43 produisant une augmentation de la vitesse de conduction [24, 53]. Cet 
étirement uniaxial cyclique module également l’expression des protéines de jonction 
mécanique (ex. : N-Cadherine, desmoplakin, plakoglobin) via l’activation des « focal adhesion 
kinase (FAK)» [24]. L’activation de FAK ainsi que de RhoA initie la formation de myotubes 
ce qui favorise le développement de la matrice extracellulaire et ceci contribue à améliorer le 
niveau de l’organisation cellulaire [176]. Ainsi, la stimulation mécanique favorise un 
alignement ordonné des cellules cardiaques parallèlement avec le sens de l’étirement [24] et 
conséquemment, améliore la force de contraction [176, 177]. Toutefois, la variation de la 
fréquence de la stimulation mécanique ne semble pas avoir d’impact sur cette force de 
contraction, mais semble plutôt influencer l’expression de certaines protéines du couplage 
cellule-cellule [176]. Au niveau du génie tissulaire, l’application de la stimulation mécanique 
cyclique améliore la fonction contractile, l’alignement des cardiomyocytes le long de l’axe 
d’étirement et l’expression des marqueurs cardiaques [169]. La stimulation mécanique devient 
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 un élément essentiel pour optimiser le tissu de remplacement produit in vitro dans le but de 
réparer ou de remplacer un tissu cardiaque endommagé. 
 
1.5.5. Les systèmes de stimulation mécanique 
Il faut remonter jusqu’en 1939 pour voir les premières études de méchanosensibilité 
par l’équipe de Glucksmann [178]. Depuis, la littérature révèle un large éventail d’appareils 
afin d’induire une stimulation mécanique, chaque système est développé selon une méthode 
qui lui est propre et tente d’améliorer certains aspects des modèles déjà existants. La 
pressurisation hydrostatique, fréquemment utilisée dans le passé, a l’avantage de causer un 
étirement homogène dans l’espace et nécessite un équipement peu complexe [178]. Toutefois, 
la pression exercée sur le milieu de culture induit une importante augmentation de la pO2 et de 
la pCO2 dans le milieu de culture ce qui se traduit en un stress important sur les cellules [178]. 
Subséquemment, beaucoup d’études ont été réalisées en utilisant simplement une micropipette 
afin de provoquer la déformation de la paroi cellulaire [178]. Toutefois, avec ce type de 
méthodologie, il est très difficile de quantifier l’étirement produit. Ensuite, est apparue 
l’étirement uniaxial qui consiste à déformer les cellules à l’aide d’un système de crochets et de 
moteurs [178]. Par exemple, Le Guennec et collaborateurs ont utilisé des fibres de carbone et 
les ont attachées à chaque extrémité, ensuite, en augmentant la distance entre les deux fibres, 
ils sont parvenus à étirer des cardiomyocytes isolés [178]. Similairement, un étirement 
cyclique dans un bioréacteur a été réalisé dans les années 2000. Les paramètres mécaniques 
n’étaient malheureusement souvent pas conservés à l’époque, mais la fréquence et l’amplitude 
qui étaient grandement dépendantes de la rigidité de la membrane utilisée, pouvaient être 
programmées entre 0,1 Hz et 1 Hz [178].  La méthode utilisée était d’accrocher les deux bouts 
du tissu musculaire avec des pinces et d’étirer (étirement uniaxial) [179]. Toutefois, la 
manipulation nécessaire afin d’accrocher le tissu d’intérêt peut abimer son intégrité et donc, 
changer la réponse biomécanique mesurée. Il a donc fallu développer une technique utilisant 
l’étirement linéaire, mais impliquant la déformation d’un support de culture flexible. 
L’étirement des moteurs est transmis aux cellules qui sont adhérées au support flexible [178] 
(figure 14A). Plus récemment, un mode d’étirement biaxial (figure 14B) a été conçu. Un 
module appelé Flexercell FX-4000T (Flexcell Int. Corp., USA) a été réalisé afin d’obtenir des 
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 étirements biaxiaux. Ce dernier utilise une différence de pression entre le dessus et le dessous 
de la membrane afin de l’étirer contre une base (plateau circulaire), par ceci, le Flexercell 
arrive à produire un étirement plus uniforme dont le champs de vision au centre ne changera 
pas ou très peu durant l’étirement [178]. Toutefois, le Flexercell n’intègre pas d’autres types 
de stimulation, comme la stimulation électrique combinée à la stimulation mécanique. Ainsi, 
cela montre la nécessité de continuer à développer des outils dans le domaine. Le 
« IsoStretcher » a été spécialement conçu pour améliorer les enregistrements (imagerie) des 
expériences d’étirement. Le but est de diminuer le déplacement en z lors de l’imagerie et 




Figure 14 - Différents types d'étirement 
A. Étirement non-uniforme sur l’axe de X et l’axe des Y. B. Étirement uniforme sur l’axe des 
X et l’axe des Y. 
 
Lors de la création d’un système de stimulation, il faut donc considérer les avantages et les 
inconvénients connus des différentes approches pour ainsi optimiser l’utilisation du système 
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 afin qu’il puisse répondre à nos besoins.  Le tableau III présente un résumé des 
caractéristiques connues à ce jour des différentes approches possibles.  
 
Tableau III - Avantages et limitations des différents types de stimulation [23] 
Stimulation électrique  Stimulation mécanique 
Stimulation globale  
(par champs) 
+ Facile à intégrer. 
+ Matériel peu coûteux. 
+ Stimulation de l’ensemble des cellules,  
   même si  peu de connexions. 
- Possibilité de génération de gradients de  
  pH. 
 
Linéaire 
+ Échantillon localisé près du plan focal. 
-  Possibilité que l’échantillon se déplace  
   hors du champ. 
   
Stimulation locale  
(par microélectrode intra- ou extracellulaire) 
+ Stimulation d’une cellule isolée. 
 - Si peu de connexions (connexines) entre les   
   cellules, absence de stimulation pour  
   l’ensemble des cellules 
 
Hors plan (déplacement dans un même plan) 
+ Profil d’étirement ciblé. 
 - Échantillon migrant hors du focus durant la  
   stimulation. 
 - Étirement non homogène. 
 
 En plan (déplacement courbé) 
+ Étirement homogène dans la région  
   d’intérêt. 
- Déplacement non linéaire en dehors de la  
   zone d’intérêt. 




 1.5.7. Effets  de la stimulation électrique et mécanique combinée 
En se rapprochant des conditions in vivo, l’utilisation de la combinaison (électrique et 
mécanique) induit un impact synergique positif sur la morphologie et la fonction de cellules 
cardiaques mises en culture. Toutefois, puisque l’impact isolé de ces stimulations n’est pas 
encore complètement connu, la majorité des études évitent d’appliquer la stimulation 
mécanique et électrique simultanément. Dans ce sens, Wang a décellularisé une portion du 
myocarde pour obtenir une matrice extracellulaire naturelle. Il a ensuite injecté des cellules 
mésenchymateuses à l’intérieur de cette matrice naturelle et il a transformé les cellules en 
cardiomyocytes à l’aide d’un traitement avec la 5-azacytidine (3 µmol/L, 24h) et de protocoles 
de stimulation combinée, soit mécanique (20 % d’étirement) et électrique (5 V, 1 Hz). Il est 
arrivé à démontrer une augmentation significative de la densité cellulaire (repopulation de la 
matrice extracellulaire) en présence de stimulation combinée par rapport à une stimulation 
électrique uniquement ou mécanique uniquement [24]. La stimulation combinée produit un 
effet synergique sur la repopulation cellulaire, l’alignement des cardiomyocytes et sur la 
formation de jonctions communicantes. Bien que les deux types de stimulations semblent 
produire des effets bénéfiques sur l’organisation cellulaire et la force de contraction, il semble 
que les mécanismes impliqués soient différents. La stimulation mécanique augmente le 
nombre total de cellules alors que la stimulation électrique semble plutôt augmenter le 









 Tableau IV - Remodelage des courants ioniques et de la conduction intercellulaire induits par 
la stimulation électrique et mécanique dans différents modèles de culture cellulaire 
Courant Effet de la stimulation électrique  Effet de la stimulation mécanique   
If 
Baisse de l’expression de HCN2 
et HCN4 de plus de 50% dans 
les cellules du nœud sinusal 
suite à une stimulation 
électrique rapide pour 
reproduire l’effet d’une 
tachyarythmie [42] 
Diminution de If de 40% dans les cellules 
du nœud sinusal de lapins avec 
insuffisance cardiaque causée par la 
présence d’une surchage de volume et de 
pression [181] 
   
ICa ICaL est augmenté de 14% par la 
stimulation électrique rapide 
dans les cardiomyocytes 
auriculaires de rats [182] 
ICaL est augmenté de 19% dans les 
cardiomyocytes de l’épicarde de rats dans 
un modèle de surchage de pression [44] 
   
INa    L’expression des canaux neuronaux 
Nav1.1 et Nav1.3 exprimés dans les 
cardiomyocytes est doublée dans le nœud 
sinusal durant l’insuffisance cardiaque 
associée avec une surchage volumique et 
de pression [43] 
   
INCX La densité de INCX est 
augmentée dans 
cardiomyocytes de patients 
avec fibrillation auriculaire 
(possiblement causée par 
l’activation électrique rapide) 
[45] 
 
   
IK Augmentation de IKr par 
stimulation rapide dans les 
cellules auriculaires HL-1 [154] 
Accélère l’activation dépendante du 
voltage et ralenti l’inactivation via la sous-
unité Kv des canaux K+ [46] 
 
La densité de IK1 et IKur est 
significativement augmentée dans les 
cardiomyocytes auriculaires de rats 
néonataux et la densité de Ito est 




   
Conduction 
intercellulaire 
Augmente la conduction 
électrique intercellulaire en 
concentrant les connexines-43 
aux extrémités des cellules 
[150] 
Augmente la conduction électrique 
intercellulaire par la surexpression de  
connexine-43 [53, 183] 
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 1.5.8. Effets du synchronisme dans la stimulation électrique et mécanique combinée 
Lorsque de multiples stimulations sont appliquées en parallèle, comme par exemple 
lors de la stimulation électrique et mécanique combinée, il est important de synchroniser ces 
deux stimulations afin que le pulse électrique et l’étirement mécanique se produisent 
conformément au principe de contraction isovolumique tel que l’on observe in vivo. En effet, 
la stimulation mécanique reproduit le remplissage du ventricule, alors que la stimulation 
électrique reproduit l’induction de la contraction ventriculaire (figure 15) [176]. Un meilleur 
synchronisme permet d’améliorer la force de contraction des cellules en culture en augmentant  
l’expression des protéines contractiles (Troponin T) et de celles impliquées dans le transport 
du calcium (SERCA2) [176]. De plus, un synchronisme non physiologique aurait un effet 
néfaste sur la fonction de la construction cellulaire [176] et affectera la tension produite. Par 
exemple, un étirement trop hâtif au moment de la stimulation électrique ou avant cette 
dernière aura pour effet de diminuer la tension produite. Toutefois, un étirement survenant 
après le pic d’augmentation du Ca2+ serait responsable de 50 % de la désactivation des 
myofilaments [184]. Pouvoir modifier le synchronisme dans un système de stimulations est 
donc important pour mimer certains états physiopathologiques. 
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Figure 15 - Relation entre la pression et le volume sanguin dans le ventricule gauche lors du 
cycle cardiaque 
Modèle proposé pour synchroniser les stimulations avec le cycle cardiaque. SMét : Portion de 
la stimulation mécanique (étirement). SMrev : Portion de la stimulation mécanique 
(relâchement). SEpos : Portion de la stimulation électrique (pulse positif). SEneg : Portion de 
la stimulation électrique (pulse négatif). 
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 Les approches en génie tissulaire ont pour mission d’optimiser la fonction et d’assurer 
l’intégration fonctionnelle du tissu construit selon les besoins du receveur. Il est également 
important de penser au substrat sur lequel le tissu sera développé. Le substrat doit fournir le 
support nécessaire pour l’assemblage des cellules et ainsi assurer une bonne intégration dans 
l’organisme, mais avant tout, il faut connaître l’impact qu’il aura sur la physiologie des 
cellules afin de pouvoir optimiser les conditions de culture. L’environnement biomécanique 
est un facteur important qui détermine les propriétés fonctionnelles des cardiomyocytes [109, 
129, 185], comme la contractilité. En fait, in vitro, les cardiomyocytes peuvent garder leur 
activité contractile pour quelques jours lorsqu’ils sont cultivés sur des surfaces rigides (verre 
ou polystyrène) recouvertes d’un  revêtement pour permettre leur adhésion au support. 
Toutefois, les cardiomyocytes vont progressivement perdre leurs myofibrilles avec le temps 
qui se traduira par une perte de leur propriété contractile [130]. Pour étudier l’impact de la 
stimulation mécanique sur les cellules, beaucoup de chercheurs ont recours à un support de 
culture flexible en induisant une déformation mécanique de ce dernier (ex.: Flexercell) [186-
190]. La nature et la rigidité du substrat jouent un rôle essentiel sur la fonction des cellules, en 
particulier, pour optimiser la force de contraction [191]. Il a été également proposé que la 
rigidité puisse influencer l’activité autonome électrique de cardiomyocytes dérivés de cellules 
souches [192]. La conduction électrique serait significativement améliorée lorsque la rigidité 
du support de culture concorde avec la rigidité de la cellule cardiaque [193]. Parmi la vaste 
liste de matériaux utilisés, il y a le polydimethylsiloxane (PDMS), le polyacrylamide, 
l’alginate, le chitosan, l’agarose, certains polyestères [194] et certains nouveaux composés 
poreux, comme l’acide polyglycolique (PGA) [186]. Les matériaux à base de silicone offrent 
une meilleure tolérance à la déformation mécanique et sont donc de meilleurs candidats pour 
effectuer des études d’étirement, comparativement aux hydrogels, comme le polyacrylamide, 
qui sont plutôt fragiles [195]. Le PDMS est quant à lui un composé hydrophobique qui ne 
permet pas l’adhésion directe des cellules cardiaques et leur prolifération [196]. Un 
revêtement de protéines adhérant au PDMS, comme par exemple la gélatine, le collagène 
[197] ou la fibronectine [196], est requis pour faire le pont entre le PDMS et le cardiomyocyte. 
Les supports dérivés d’un mélange de protéines, comme le Matrigel, sont à éviter pour 
produire des supports à grande échelle à cause d’une grande variabilité entre les lots [93]. 
Dans le but d’améliorer l’adhésion, en plus d’ajouter un revêtement de protéines, la surface de 
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 PDMS peut être exposée à un plasma à base d’air qui aura pour effet d’ajouter des 
groupements SiOH à la surface afin de rendre cette dernière hydrophile [196]. Pour évaluer 
l’impact des différents stimuli de l’environnement sur la physiologie des cardiomyocytes, 
différentes techniques ont été utilisées.  
 
1.6. Différentes techniques d’évaluation fonctionnelle  
La vidéomicroscopie utilise une caméra et un système numérique d’enregistrement des 
images pour suivre les processus biologiques, comme par exemple, les mouvements 
contractiles des cellules cardiaques. Les contractions et les relaxations induisent un 
déplacement de la membrane et des organelles qui peut être suivi par vidéomicroscopie. Un 
enregistrement peut couvrir différentes échelles d’espace (une cellule, un amas de cellules ou 
un mince feuillet cellulaire). La vidéomicroscopie constitue une approche non invasive (aucun 
contact avec le milieu), non toxique, non terminale et qui peut être potentiellement 
automatisée [198]. Par contre, on ne peut mesurer certaines caractéristiques 
électrophysiologiques comme les potentiels d’action. Lorsqu’on évalue certaines 
caractéristiques électrophysiologiques par vidéomicroscopie, il est très important de tenir 
compte de l’effet de la température. Une variation de ± 5 oC aura un impact d’environ 40 à 60 
% sur la fréquence de contraction observée [198]. Plusieurs méthodes sont utilisées pour 
analyser le comportement contractile des cardiomyocytes (tableau V). Toutes ces méthodes 
basées sur l’enregistrement par vidéomicroscopie permettent un échantillonnage fiable et 
rapide de l’activité contractile des cardiomyocytes. 
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 Tableau V - Caractéristiques des approches d'analyse de l'activité contractile des 
cardiomyocytes basée sur la vidéomicroscopie 





Kamgoué et coll. 
CM ventriculaires 




Hayakawa et coll. 









Liu et coll. 
CM-dérivés de 
cellules souches 






























Huebsch et coll. 
CM-dérivés des 
iPSCs humains 
(cellule isolée et 
amas) 
14 et 100 Isoprénaline 
Block 
matching 
FPS : Fréquence d’images par seconde (« frame rate per second ») 
Modifié de Laurila et collaborateurs [198]. 
 
Les enregistrements par microélectrode intracellulaire produisent des données détaillées sur 
les courants ioniques et constituent une approche très sensible. Toutefois, cette approche est 
également très invasive et terminale (conduit à la mort cellulaire), car on doit briser la 
membrane cellulaire afin d’obtenir un joint étanche ou « seal » avec la pipette et à cause de 
ceci, cela ne permet que de courts enregistrements [198]. Cette approche est considérée 
comme peu efficace, car elle prend une longue période avant d’obtenir un enregistrement, du 
matériel couteux, une bonne expertise du personnel et ne permet pas d’évaluer une activité 
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 multicellulaire de même que l’organisation de cette activité [198]. Les enregistrements par 
électrodes extracellulaires quant à eux permettent de couvrir l’ensemble du tissu ou de la 
monocouche cellulaire et permettent d’avoir ainsi accès aux données quant à la propagation de 
l’activité, toutefois, nous ne pouvons analyser le potentiel d’action par cette dernière approche, 
mais seulement le potentiel du champs (donnée partiellement comparable au potentiel 
d’action) [198]. 
L’imagerie par fluorescence (figure 16) est basée sur l’insertion d’une sonde fluorescente 
développée pour suivre les variations de certaines cibles, comme le calcium ou le voltage (les 
composantes de temps et d’espace y sont donc évaluées) [198]. Pour ce faire, les cellules 
marquées avec une sonde fluorescente spécifique comme le Fluo-4, le Fura-2, le Fluovolt ou le 
Di-4-ANEPPS sont excitées par un faisceau lumineux de longueur d’onde spécifique qui 
provoquera l’émission d’une lumière d’une longueur d’onde différente et qui sera finalement 
captée par la caméra. Les filtres permettent de sélectionner les longueurs d’ondes désirées 
pour améliorer le ratio signal/bruit. Le signal est ensuite enregistré dans l’ordinateur et le 
logiciel crée une carte montrant les données mesurées (ex. : transitoires calciques, potentiels 
d’action). Toutefois, l’ajout de ces indicateurs chimiques qui s’attacheront aux molécules à 
l’intérieur de la cellule va fort sensiblement interférer avec la fonction cellulaire, sans oublier 
de mentionner leurs effets cytotoxiques [198] et ceci doit donc être pris en considération dans 






 2. Les objectifs de la thèse  
 
L’objectif principal est de créer un appareil permettant la culture de cellules cardiaques 
afin d’optimiser le processus de production de tissu cardiaque de remplacement. Les objectifs 
secondaires sont de définir les effets du support de culture flexible et de la stimulation 
électrique, mécanique et combinée sur la physiologie des cardiomyocytes en culture. Et 
finalement, d’établir une nouvelle approche pour évaluer les caractéristiques des cellules 
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In vivo, les cellules cardiaques doivent continuellement se conformer à divers stimuli 
nécessitant une adaptation perpétuelle. Le polydimethylsiloxane (PDMS) est couramment 
utilisée en culture cellulaire, pour étudier la réponse cellulaire aux changements dans 
l'environnement mécanique. Le but de cette étude était d'évaluer l'impact de l'utilisation de 
substrats en PDMS sur les propriétés de l'activité spontanée des monocouches de 
cardiomyocytes en culture. Nous avons comparé les différents substrats en PDMS au standard 
normalement utilisé pour la culture: un substrat en verre. Bien que la fréquence moyenne de 
l'activité spontanée ne soit pas modifiée, le nombre de cas de réentrées est significativement 
plus élevé dans les échantillons mis en culture sur du verre par rapport à ceux sur du PDMS. 
De plus, une plus grande instabilité spatiale et temporelle du rythme d’activation a été 
observée quand les cardiomyocytes sont cultivés sur PDMS et ceci corrèle avec une 
diminution de la connexine-43 et une augmentation des taux d'ARNm pour CaV3.1 et pour 
HCN2. Par rapport aux cultures sur verre, les cultures sur PDMS sont associées à une plus 
forte réponse à l'isoprotérénol et à l'acétylcholine. Ces résultats révèlent l'importance de 
choisir soigneusement le substrat de culture pour des études portant sur la stimulation 
mécanique, en particulier pour les approches en génie tissulaire et pour les études 
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 Abstract  
In native conditions, cardiac cells must continuously comply with diverse stimuli necessitating 
a perpetual adaptation. Polydimethylsiloxane (PDMS) is commonly used in cell culture to 
study cellular response to changes in the mechanical environment. The aim of this study was 
to evaluate the impact of using PDMS substrates on the properties of spontaneous activity of 
cardiomyocyte monolayer cultures. We compared PDMS to the gold standard normally used 
in culture: a glass substrate. Although mean frequency of spontaneous activity remained 
unaltered, incidence of reentrant activity was significantly higher in samples cultured on glass 
compared to PDMS substrates. Higher spatial and temporal instability of the spontaneous rate 
activation was found when cardiomyocytes were cultured on PDMS, and correlated with 
decreased connexin-43 and increased CaV3.1 and HCN2 mRNA levels. Compared to cultures 
on glass, cultures on PDMS were associated with the strongest response to isoproterenol and 
acetylcholine. These results reveal the importance of carefully selecting the culture substrate 
for studies involving mechanical stimulation, especially for tissue engineering or 
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Cardiomyocytes are central to the electromechanical properties of the heart. Cardiac tissue can 
exhibit sensitivity to arrhythmias, which are complex spatiotemporal electrical activities. 
Dynamic electrical behaviors of cardiac tissue include normal propagation from pacemaker 
sites [199, 200], stable rotating spiral waves [201], unstable spiral waves that break up during 
propagation [202], and bursts of activity often associated with the initiation and termination of 
spiral waves [203]. In situ, cardiomyocytes are electrically excitable; some exhibit 
spontaneous activity associated with low contractility while most working cardiomyocytes 
show no spontaneous activity [204]. An increase in membrane potential (diastolic 
depolarization) above threshold initiates an action potential through the sequential opening 
and closing of membrane ionic channels, generating membrane currents that trigger 
contraction of the cell [205].  
 
Sympathetic and parasympathetic stimulation are among the main mechanisms through which 
the autonomic nervous system controls heart rate; for example, β-adrenergic stimulation 
positively shifts voltage dependence of the hyperpolarization-activated cyclic nucleotide-gated 
(HCN) channels that results in an increased current density [206] and faster diastolic 
depolarization.  
 
Spontaneous activity can be physiologically necessary (sinoatrial node as the primary 
pacemaker site, atrioventricular node, and Purkinje fibers) [204] or detrimental (ectopic 
activity leading to arrhythmia genesis) [207]. Spontaneous activity, designated the 
“membrane” or “voltage” clock, is the result of a delicate balance between inward and 
outward currents resulting from the activity of several voltage-dependent ion channels [204]. 
HCN forming the funny current (If), L-type Ca
2+ channels, T-type Ca2+ channels, and delayed 
rectifier K+ channels are among the ion channels expressed at the cardiomyocyte plasma 
membrane that contribute most to the membrane clock [40]. If is believed to be a key player in 
pacemaker driving capabilities [208]. In the intracellular space, Ca2+ cycling contributes to 
activation through Ca2+ release and reuptake from the sarcoplasmic reticulum and membrane 
flux via the Na+/Ca2+ exchanger, and has been designated the “calcium” clock [209].  
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 Excitation–contraction coupling links the electrical excitation of cardiomyocytes to cellular 
contraction [210]. There is also a feedback mechanism, termed mechano-electrical feedback 
(MEF), which connects mechanical constraints to cardiac electrical activity [211]. MEF has 
been shown to modulate the rate of spontaneous activity of the sinoatrial node [212] and the 
conduction of electrical impulses [213], thus promoting complex spatial activity. In vivo, the 
microenvironment surrounding cells is composed of a mixture of heterogeneous physical, 
chemical, and mechanical properties. Modification of these parameters impacts cell fate by 
controlling multiple aspects of their behavior, including growth, proliferation, differentiation, 
migration, and gene expression [197, 214, 215], as well as regulating functional properties of 
cardiomyocytes [109, 129, 185], such as contractility. Cardiomyocyte spontaneous activity is 
dependent on the expression of ion channels that can be modified under many conditions, such 
as altering the mechanical properties of the cell microenvironment [161, 185, 216], electrical 
stimuli [154], and mechanical stimuli [173]. Integration of these properties in a culture 
environment may lead to the ability to control the spontaneous rate of bioengineered cells.  
Cell culture of cardiac tissue analog is becoming increasingly interesting for regenerative 
medicine (conditioning of pre-injected stem cell‒derived cardiomyocytes [109, 110] and tissue 
engineering [111-115]) and high throughput for cardiotoxicity evaluation [116, 117]. In vitro, 
rhythmic contraction can be sustained for days when cardiomyocytes are grown on hard, 
ligand-coated culture materials (e.g. glass and polystyrene); however, cells ultimately lose 
their rhythmic contractions and myofibrils [130]. Cardiomyocytes are known to have stretch 
and stress sensors responsive to changes in myocardial mechanical conditions occurring in 
pathology or aging [129]. Currently, most mechanical stimulation experiments use the 
deformation of an elastic substrate (e.g. Flexcell) [186-190]. Adequate understanding of the 
impact of the elastic substrate on which cells are to be cultured for mechanical stimulation is 
an important step towards optimizing culture conditions. Many studies have shown an 
important effect of substrate stiffness on cell function, notably that a substrate with tissue-like 
stiffness is most appropriate to optimize cardiomyocyte contraction force [191]. It has also 
been proposed that stiffness influences the rate of spontaneous activity of stem cell‒derived 
cardiomyocytes [192]. Interestingly, myocardial conduction is significantly optimized when 
the stiffness of the cell culture environment matches that of cardiac cells [193]. Different 
elastic substrates have been used to study the effect of mechanical properties 
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 (microenvironment or deformation) on cells; these materials include polydimethylsiloxane 
(PDMS), polyacrylamide, alginate, chitosan, agarose, and polyesters [194]. Silicone-based 
materials offer better tolerance to mechanical deformation compared to hydrogels like 
polyacrylamide that are weak and brittle; indeed, polyacrylamide is not a suitable material for 
stretch-related studies [195]. PDMS is hydrophobic and does not allow direct cell attachment 
and proliferation [196]. This issue can be resolved by coating PDMS with proteins that attach 
to hydrophobic surfaces, such as gelatin or fibronectin [196]. In addition to surface coating, 
PDMS can be temporarily rendered hydrophilic by exposing the surface to air plasma [196].  
 
In the present study, we chose to investigate the impact of substrate type (glass vs PDMS) on 
the frequency, stability, and organization of spontaneous activity, as well as the impact of 
sympathetic and parasympathetic stimulation, on neonatal rat cardiomyocyte monolayers. We 
also evaluated the level of different genes implicated in the generation of action potentials and 
electrical conduction mechanisms. As such, the expression of HCN2 and CaV3.1 mRNA 
increased on the softer substrate. When focusing on autonomous activity, we observed an 
increased number of activation sites (meaning changes in the location of activation) on PDMS 
compared to the glass substrate. This was related to an increased instability of spontaneous 
activity and a tendency towards a decreased expression of connexin-43 (Cx43) on the PDMS 
substrate. Finally, cardiomyocytes cultured on PDMS 1:20 exhibited the greatest increase in 
the frequency of contraction after stimulation with isoproterenol (ISO) and the greatest 
decrease with acetylcholine (Ach) compared to cultures on glass. This study highlights the 
importance of carefully evaluating the choice of elastic substrate for mechanical stimulation. 
Silicone-based PDMS can favor unstable spontaneous rhythms and responses to 
pharmacological stimuli by altering intercellular connectivity and ion channels influencing the 







 Materials and Methods 
All animal-handling procedures were concordant with the Canadian Council on Animal Care 
guidelines and approved by the institutional Animal Research Ethics Committee (Permit 
Number: 2011-35-01P). Efforts were made to minimize suffering. 
 
 
PDMS substrate fabrication 
Polydimethylsiloxane (PDMS, SYLGARD 184, Dow Corning) is a binary compound chosen 
because of its elasticity and optical transparency. Mass ratio of pre-polymer (base) and cross-
linker (curing agent) can be varied to get a softer to harder material after 48 hours of curing at 
room temperature [217-219]. De-foaming is performed to remove air bubbles and spin coating 
(2100 rpm) for 10 seconds is applied to get a thin and uniform surface. The estimated 
thickness of the PDMS layer is 200 µm based on the quantity added and the speed of rotation. 
After full curing of the PDMS, but just before coating and seeding of the cells, the dishes were 
plasma-cleaned (Harrick Plasma, PDC-32G) to increase the wettability of the surface [220]. 
Different substrates were used: glass, PDMS ratio (curing agent:base) of 1:20, and PDMS 
ratio of 1:40. These PDMS ratios were chosen because they are close to the 1:10 ratio 
suggested by the manufacturer for general applications, while having Young’s moduli close to 
the physiological value. To determine the Young’s modulus of the PDMS at different ratio, we 
created small cylinder with different ratio of PDMS by using a syringe as a mold and we 
measured the deformation (elongation) of the PDMS cylinder in relation to a series of weight 
(20 g, 50 g, 70 g, 100 g, 150 g) that was added to the bottom end of that cylinder. Images 
where captured with a fixed digital microscope camera (Dino-Lite, AM-413TL-M40, London, 
Ontario) and the elongation was measured by using their calibrated software. Stiffness is then 







 Cell isolation and culture 
Isolation was performed according to the protocol of the neonatal cardiomyocyte isolation kit 
(Worthington, Lakewood, NJ, USA). Briefly, rats aged 1‒3 days old (Sprague-Dawley, 
Charles River Laboratories, Saint-Constant, QC, Canada) were sacrificed by decapitation (no 
anesthesia required at this stage). Hearts were rapidly excised and immediately placed in cold 
Ca2+- and Mg2+-free Hank’s Balanced Salt Solution. Ventricular muscle was harvested and 
then minced on ice into 1‒3 mm3 pieces. Purified enzymatic digestion (50 µg/mL trypsin and 
136 µg/mL collagenase) was then used to gently dissociate cardiomyocytes. Isolated cells 
(enriched cardiomyocytes) were counted and seeded at a density of 106 cells/mL in 20-mm 
diameter glass-bottom culture dishes (D29-20-0-N, In Vitro Scientific, Sunnyvale, CA, USA) 
pre-coated (on glass or on PDMS) with a mixture of 0.2% porcine-derived gelatin (G1890, 
Sigma-Aldrich, Oakville, Ontario, Canada) and 0.00125% fibronectin solution (F1141, 
Sigma-Aldrich) [221]. A gelatin-fibronectin mixture was preferred against other coating 
products after having performed cells adhesion experiments with HEK293t cells and neonatal 
rat cardiomyocytes cells. Cells were grown for 24 hours in DMEM (319-050-CL, Wisent Inc., 
St-Bruno, Canada) with 5% fetal bovine serum (SH30396.03, Fisher Scientific Co. Ltd, 
Ottawa, Ontario, Canada) and 1% penicillin/streptomycin (450-201-EL, Wisent Inc.). 
Cardiomyocytes were then starved of fetal bovine serum for another 24 hours in DMEM with 
1% penicillin/streptomycin prior to experimentation. 
 
The specific methodology for cell population evaluation based on gene expression can be 
found in Appendix S2. 
 
 
Spontaneous contraction recordings 
Phase contrast images of neonatal cardiomyocytes were acquired 48 hours post seeding in 
vitro with a Dalsa HM640 camera (60 frames by second) coupled to an inverted Nikon optical 
microscope (10X magnification and a field of view of 0.34 mm × 0.45 mm). Spontaneous 
activity measurements were performed with an algorithm developed in Matlab. Video analysis 
was carried out as follows: a frame of reference corresponding to the pre-contraction state of 
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 the cells (Mrest) is determined and the corresponding 2D image is then subtracted to all 
acquired frames (Mdiff(x,y,t) = M(x,y,t) – Mrest). The sum of the absolute difference Mdiff(x,y,t) 
over all pixels (x,y) divided by the number of pixels serves as an aggregate temporal signal. A 
moving window of 5 samples is then applied to smooth the signal followed by baseline drift 
removal (subtraction of 40 samples moving window filtered signal). Spontaneous frequency, 
standard deviation of period (σnoise), and pauses (corresponding to time interval greater than 3 
seconds) were calculated from the video data. Videomicroscopy (30 seconds recordings) was 
performed at 37 oC over a 20 minutes period at the following time points: 0 (pre-drug; ISO or 
Ach), 1, 5, 10, 15, and 20 minute(s) for each condition (glass, PDMS 1:20, and PDMS 1:40).  
 
 
Mapping of calcium dynamics 
After 48 hours of culture, the cardiomyocytes were washed once with fresh media and 
incubated with 10 µM of fluo-4 AM (F-14201, Life technologies, Burlington, Ontario, 
Canada) and 0.2 % Pluronic acid F-127 (P-3000MP, Life Technologies) for 30 minutes at 37 
oC. Fluo-4‒loaded cardiomyocytes were then washed 4 times with fresh media, followed by a 
15 minutes resting period to allow de-esterification of the dye before starting calcium transient 
mapping experiments performed in DMEM at 37 oC. Fluorescence was recorded for 30 
seconds at 125 Hz with a CardioCCD camera (RedShirt Imaging, Decatur, GA, USA). The 
dye was excited with a quartz tungsten halogen lamp (Oriel Instruments Inc., Stratford, CT). 
The filters used for excitation and emission were λexcitation ≈ 480±20 nm (Chroma Technology 
Corp, Bellows Falls, VT) and λemission ≈ 535±25 nm (Semrock Inc., Rochester, NY), 
respectively. The system was set to image with an acquisition frame rate of 125 Hz for all 
experiments. Signals were filtered and analyzed using a program developed in-house using 
Matlab software (R2008, MathWorks Inc., Natick, MA). In brief, raw acquisitions were 
normalized by the minimum fluorescence for each pixel and the dF/dt (the first time derivative 
of fluorescence; used to evaluate the activation time) was approximated using a finite 
difference approach (2 points). The resulting signals were then spatially filtered using a 
Gaussian kernel (5×5 pixels with σ=1.5; total field of view = 80x80 pixels) followed by a 
temporal moving average with a two-sample window.  
77 
 Quantitative Polymerase Chain Reaction (qPCR) 
Briefly, cultured neonatal cardiomyocytes were harvested in RA1 lysis buffer from 
Nucleospin RNA II kit (Macherey Nagel GmbH & Co. KG, Waltham, MA, USA). mRNA was 
isolated using the same kit following the manufacturer’s instructions, including DNAse 
treatment to prevent genomic contamination. mRNA was then reverse-transcribed with the 
High-capacity Reverse Transcription kit (Applied Biosystems, Burlington, Ontario, Canada). 
qPCR was performed with TaqMan probes from Applied Biosystems for housekeeping genes 
(hypoxanthine guanine phosphoribosyl transferase (HPRT), Glyceraldehyde 3-phosphate 
dehydrogenase (GAPDH), and Beta-2 microglobulin (β2M) and with primers designed for 
SYBR Green experiments to assess the expression of Kir2.1, CaV3.1, CaV3.2, HCN2, HCN4, 
Cx43, Kir3.1, Kir3.4, and Adrβ1 (S1 Table for sequences). The geometric mean of the 
expressions of HPRT, β2M and GAPDH was used for normalization. qPCR reactions were 
performed with TaqMan Gene Expression Master Mix and Power SYBR Green kits from 
Applied Biosystems. Reactions were run on an Mx3000 qPCR System from Stratagene. 
Relative gene expression values were calculated by the 2-ΔCt method. 
 
 
Sympathetic and parasympathetic stimulation 
Acute effects of the sympathetic agonist, isoproterenol (ISO, I6504, Sigma-Aldrich) and the 
parasympathetic agonist, acetylcholine (ACh, A2661, Sigma-Aldrich) were studied by 
videomicroscopy and calcium imaging at 48 hours post-culture. Final concentrations of 
100 nM ISO and 1 µM ACh were added to the culture media to stimulate sympathetic and 
parasympathetic pathways, respectively. Drug effects were evaluated by videomicroscopy. In 
a second set of experiments, changes in spatiotemporal activity by ISO and ACh were studied 
using calcium imaging with fluo-4. 
 
 
Cell proliferation assey 
Cultured neonatal rat cardiomyocytes were washed with media (DMEM, Wisent) and then 
fixed with 2 % paraformaldehyde for 15 minutes. Cells were permeabilized in 1% bovine 
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 serum albumin solution (Millipore, Etobicoke, Ontario, Canada) with 1 % triton X-100 
(TRX506, Bioshop, Burlington, Ontario, Canada). Cardiomyocytes were then stained with 
4',6-diamidino-2-phenylindole (DAPI, D1306, Life Technologies) (1:1000) and finally the 
seeding area was cut from the membrane and transposed in 20 mm diameter glass-bottom 
culture dishes (D29-20-0-N, In Vitro Scientific) with Mowiol mounting medium (Mowiol 4-88, 





Data were analyzed using Prism 5 by GraphPad. One-way analysis of variance (anova) 
followed by Tukey multiple comparison test was used to compare groups unless otherwise 




Stiffness of the PDMS substrate  
Stiffness measured as a function of the ratio of pre-polymer (base) and cross-linker (curing 
agent) is presented in supplementary data (Fig. S1). Stiffness is expressed as the modulus of 
elasticity measured by Young’s modulus formula (Appendix S1). PDMS mixed in ratios of 
curing to base agent (curing:base) produced substrates with mean moduli of 974±32 kPa (1:5), 
293±8 kPa (1:10), 112±6 kPa (1:15), 87±22 kPa (1:20), 42±6 kPa (1:25), 27±4 kPa (1:30) and 




Spontaneous activity in monolayer cultures 
The effect of substrate stiffness on spontaneous activity was first evaluated by 
videomicroscopy. Softer substrate tends to diminish the autonomous contraction frequency of 
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 cultured cardiomyocytes as spontaneous frequency was decreased by 24.4% (PDMS 1:20) and 
30.8% (PDMS 1:40) (n=11) compared to glass (Fig. S2A). Interestingly, the variability in the 
frequency within groups is much greater in the glass group compared to PDMS groups with a 
subset of higher frequencies.  
 
A mapping study of calcium activity was performed to determine if spatiotemporal activity 
could explain the presence of high-frequency activity. Although most of the activity was 
ectopic in nature with spatially restricted origin sites, spontaneous reentry could also be 
detected in the glass substrate group as illustrated with a typical example in Fig. 1. The time 
course of normalized calcium transients (Fig. 1A) was obtained from the pixel marked by an 
“x” (in Fig. 1B). Snapshots of the dF/dt are depicted in Fig. 1B over 1 rotation of reentry. The 
period of activity in this example was highly stable at 255 ms. Propagation along the circular 
trajectory (which is not always perpendicular to the activation front) depicted as a white circle 
(Fig. 1B) shows periodic activity (Fig. 1C). However, it is clear that the local activation delay 
δ (δ = slope) is not constant with large regions of rapid velocity along the trajectory from 3π/4 
to 3π/2, while the region close to 2π illustrates a slow conduction area. Local activation delay 
was not uniform along the reentrant trajectory and changed from δ1= 0.15 second/cm to δ2= 
0.4 second/cm, δ3= 0.18 second/cm, and finally δ4= 0.66 second/cm. The activation map (Fig. 
1D) was obtained for the time interval between 0.1 and 0.35 second of reentrant activity. The 
maps shows a central core of ~0.31 mm2 (indicated by the arrow) and highlights the slow 
region of the reentrant pathway (time near 0.1 to 0.15 second).  
 
The high frequency of reentrant activity found in mapping led us to go back to the 
videomicroscopy data. Further analysis of the videomicroscopy mean frequency recorded at 
different time points (0, 1, 5, 10, 15, and 20 minutes) for a duration of 30 seconds shows a 
significantly higher incidence of high-frequency reentrant activities for cardiomyocyte 
monolayers cultured on glass compared to PDMS (5 % for glass and 0 % for both PDMS 1:20 
and 1:40, p<0.05 with Fisher’s exact test when comparing samples with at least 1 episode of 
frequency >3 Hz). Note that we couldn’t directly confirmed by optical mapping that these 
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 high-frequency results observed in videomicroscopy where associated to reentrant activity 
because the staining procedures with the fluorescent dye stopped the reentrant activity. But we 
have measure the frequency of reentrant activities that we have observed when doing optical 
mapping recordings and we have estimated that a frequency over 3 Hz was associated with 
reentrant activity.  High-frequency samples were assumed to be associated with reentrant 
activity and appeared responsible for the frequency of substrate-dependent activity. Indeed, 
removal of these reentrant-associated samples (defined as frequencies > 3 Hz) resulted in a 
loss of difference, as the mean spontaneous activity was reduced by 1.5 % and 9.8 % for 
cardiomyocytes cultured on PDMS (1:20 and 1:40, respectively) compared to glass (Figure 
S2B). Thus, the higher mean frequency of spontaneous activity observed in our data on glass 
could be explained by the presence of these spontaneous reentry. 
 
 
Stability of the spontaneous activity  
Temporal variation of the interbeat interval is an important parameter of spontaneous activity, 
reflecting the stability of cardiac homeorhesis. A strong oscillator, as desired in tissue 
engineering aimed at the development of biopacemakers [222] should show less variability in 
the interbeat interval, while a weak oscillator may be more sensitive to perturbation yielding 
more variation in spontaneous activity. Thus, the standard variation in the interbeat interval 
(σperiod) from a 30 seconds acquisition was used as a measure of temporal activity. Typical 
examples of peak-detection and period signatures are presented in the left column of Fig. 2A 
and the correlated interbeat intervals (time difference between peaks highlighted by circles in 
the column on the left) are displayed in the columns on the right. The rate of spontaneous 
activation appeared less stable with greater variance of the PDMS groups compared to glass 
(Fig. 2B, Ansari-Bradley test, p<0.05). PDMS 1:20 had the highest variation (median σperiod = 
0.29 second), followed by PDMS 1:40 (median σperiod = 0.23 second), and glass (median σperiod 
= 0.19 second). Evaluation of the number of pauses (absence of spontaneous contraction for 
longer than 3 seconds) shows that pauses are significantly more frequent in the PDMS 1:20 
group compared with the PDMS 1:40 group (presented in Fig. 2C). The ratio of samples with 
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 at least 1 pause were calculated as 0.1, 0.24, and 0.05 for glass, PDMS 1:20, and PDMS 1:40, 
respectively. There was a significant difference between the two PDMS groups. 
 
 
Number of activation sites 
Mapping data (30 seconds acquisitions) revealed that the number of activation sites (indicative 
of spontaneous activity) of the entire seeding area of the petri dishes (20 mm) was generally 
lower for cardiomyocyte monolayers cultured on glass compared to PDMS. As shown in Fig. 
3A, there is a 115 % increase in the number of activation sites on PDMS (2.8±0.4 sites with 
PDMS 1:20 and 2.8±0.5 sites with PDMS 1:40) compared to glass (1.3±0.3 sites).  
 
Examples of activity obtained from a cardiomyocyte population cultured on different 
substrates are presented in Figs. 3B-D. Panel i shows a temporal trace of the activity recorded 
with fluo-4, while panel ii illustrates the activation map of the first beat of each different site 
of activation found in these examples. Mean interbeat interval of monolayers (Fig. 3B) 
cultured on glass was 0.64±0.02 second. In the examples shown, only 1 site of activation was 
found (middle left side of the monolayer). For PDMS 1:20, the mean interbeat interval for the 
example presented in Fig. 3C was 4±1 seconds. Within a 30 s recording period, a total of 3 
different activation sites were found. On PDMS 1:40 (Fig. 3D), the mean interbeat interval 
was 0.7±0.2 second and activation occurred over 3 sites. Heterogeneity in the spontaneous 
pacemaking activity of isolated neonatal rat cardiomyocytes is well established [27]. 
Intercellular communication might therefore affect automaticity of a monolayer consisting of 
beating and non-beating cells [223, 224]. Intercellular communication was then probed 
through the expression of Cx43, the main protein involved in cardiac electrical coupling. 
Surprisingly, a non-significant lower mRNA expression of Cx43 (p=0.12; n=7) was noted in 
monolayers cultured on PDMS (1:20 or 1:40) compared with glass (Fig. 4A). Decreased 
cellular coupling could therefore increase the propensity for the multifocal activation observed 




 Effect of voltage clock‒associated mRNA expression on 
spontaneous activity  
The voltage clock, an essential component of cardiomyocyte excitability and spontaneous 
activity might also be altered by the culture substrate. Changes in voltage clock‒associated 
gene (Kir2.1, CaV3.1, CaV3.2, HCN2, and HCN4) expression were then sought at the mRNA 
level by qPCR. Inward-rectifier K+ ion channels (Kir2.1) are key stabilizers of cardiac 
excitability and as expected, mRNA levels for Kir2.1 (Fig. 4B) appear to be lower on PDMS 
1:20 and 1:40 than on glass. mRNA expression was 28 % and 23 % lower in PDMS 1:20 and 
PDMS 1:40, respectively, compared to glass. T-type calcium channels (CaV3.1 and CaV3.2) 
are native low voltage‒activated calcium channels involved in cardiac pacemaker activity 
[225]. CaV3.1 (Fig. 4C) is significantly increased by 24 % on PDMS 1:40 compared to glass, 
while a non-significant increase of 9 % was detected for PDMS 1:20. In contrast, CaV3.2 
(Figure S4A) decreased by 10% on PDMS 1:40 and by 25 % on PDMS 1:20 compared to 
glass. HCNs form the pacemaker current (If), known to promote spontaneous activity through 
its hyperpolarization-dependent activation [206]. HCN2 (Fig. 4D) has an increased expression 
on PDMS 1:40 compared to glass (p<0.05), while there was no significant difference in 
mRNA expression of HCN4 (Figure S4B). 
 
 
Parasympathetic and sympathetic modulation of spontaneous 
activity 
Relative spontaneous frequency was obtained by videomicroscopy and calculated by taking 
spontaneous frequency of contraction recorded at t=1, 5, 10, 15, and 20 minute(s), and by 
dividing that value by the spontaneous frequency prior to the addition of the drug (pre-drug at 
t=0). Appropriate controls (without drugs) showed lack of time-dependent effects as illustrated 
in Figure S4C.  
 
Fig. 5A shows the time-dependent effect of sympathetic stimulation by exposure to 100 nM of 
ISO. The frequency of contractions at t=1 minute after the addition of ISO increased by 61.9 
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 % (glass), 64.2 % (PDMS 1:20), and 55.9 % (PDMS 1:40). Interestingly, β-adrenergic 
stimulation appears to be transient in cardiomyocytes cultured on glass as there was a small 
increase of 1.3 % at t=20 minutes. However, ISO effects were significantly maintained over 
the same period in monolayers cultured on PDMS (84.0 % with PDMS 1:20 and 53.6 % with 
PDMS 1:40 vs. glass, p<0.05).   
 
Fig. 5B shows the effect of parasympathetic stimulation with 1 µM of ACh that resulted in 
slower spontaneous activity. Over a 20 minutes period of acquisition after adding ACh, the 
greatest observed slowing of spontaneous activity was 49 %, 61 %, and 57 % for glass, PDMS 
1:20, and PDMS 1:40, respectively. The rate of contractions at t=1 minute after the addition of 
ACh was decreased by 43.5 % (glass), 49.2 % (PDMS 1:20), and 37.0 % (PDMS 1:40). 
Consequently, no significant differences were observed at t=1 minute between the groups 
(p=0.7). The frequency of contractions at t=20 minutes after the addition of ACh was not 
different between the groups (p=0.33), as it was decreased by 47.6 % (glass), 55.3 % (PDMS 
1:20), and 30.6 % (PDMS 1:40).  
 
The number of pauses (duration longer than 3 seconds) for the set of samples was estimated 
pre-drug and at t=1 minute post-drug. The results of this analysis can be found in Figure A in 
S7 Fig. (pauses for ISO study) and Figure S7B. (pauses for ACh study). For ISO, the most 
interesting result is the tendency towards the greatest decrease in the number of pauses in the 
PDMS 1:20 group (comparison between pre and post-ISO). This result is in accordance with 
decreased σperiod presented in Fig. 5C. As for the effects of ACh, all substrates show an 
increased number of pauses, although only the PDMS 1:40 group shows a significant 
augmentation (post-ACh vs. pre-ACh comparison).  
 
 
Parasympathetic and sympathetic stimulation: effect on instability 
of spontaneous activity 
This section focuses on the impact of parasympathetic or sympathetic stimulation on the 
instability of spontaneous activity. Mean σperiod values for the control group on glass were 
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 0.19±0.04 second (pre-ISO), 0.15±0.03 second (t=1 minute), 0.26±0.06 second (t=5), 
0.15±0.03 second (t=10), 0.23±0.07 second (t=15), and 0.21±0.06 second (t=20). Mean σperiod 
values for the control group on PDMS 1:20 were 0.39±0.07 second (pre-ISO), 0.21±0.05 
second (t=1), 0.19±0.04 second (t=5), 0.15± 0.03 second (t=10), 0.11±0.02 second (t=15), and 
0.15±0.03 second (t=20). For cultures on PDMS 1:20, σperiod was decreased significantly up to 
20 minutes after the addition of ISO (p<0.05, Mann-Whitney comparison test). There was a 
tendency for mean σperiod values in the PDMS 1:40 control group to decrease. No significant 
change in σperiod was found over time in cardiomyocytes cultured on glass after the addition of 
ISO over 20 minutes (Fig. 5C). 
 
Statistical differences for σperiod in the presence of ISO were achieved on PDMS 1:20 after 10 
minutes of ISO addition, indicating a stronger effect on this substrate that also had the highest 
median of σperiod (as shown previously in Fig. 2A). 
 
Fig. 5D illustrates the increase in σperiod in cardiomyocyte monolayers after the addition of 
ACh. Mean σperiod values for the ACh group on glass were 0.15±0.04 second (pre-ACh), 
0.93±0.29 second (t=1 minute), 1.09±0.50 second (t=5), 1.11±0.49 second (t=10), 1.00±0.42 
second (t=15), and 0.62±0.36 second (t=20). A significant increase in σperiod between pre-ACh 
and post-ACh was observed at t=1 minute (p<0.05, Mann-Whitney comparison test), while no 
significant change was observed for the remaining measures (t=5, 10, 15, and 20 minutes) on 
glass cultured monolayers. For the ACh group on PDMS 1:20, mean σperiod values were 
0.35±0.08 second (pre-ACh), 0.36±0.10 second (t=1 minute), 1.30±0.44 seconds (t=5), 
1.25±0.38 seconds (t=10), 1.91±0.63 seconds (t=15), and 0.77±0.29 second (t=20). For 
cardiomyocytes cultured on PDMS 1:20, σperiod was increased significantly pre-ACh vs. post-
ACh at t=5 and 10 minutes after the addition of ACh (p<0.05, Mann-Whitney comparison 
test). For the ACh group on PDMS 1:40, mean σperiod values were 0.27±0.06 second (pre-
ACh), 1.07±0.30 seconds (t=1 minute), 1.45±0.37 seconds (t=5), 1.83±0.46 seconds (t=10), 
1.71±0.43 seconds (t=15), and 1.68±0.42 seconds (t=20). According to these results, a 
significant increase in σperiod between pre-ACh and post-ACh was observed for PDMS 1:40 at 
t=1, 5, 10, 15 (p<0.05, Mann-Whitney comparison test), and 20 minutes (p<0.01, Mann-
Whitney comparison test).  
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Interestingly, increased σperiod could be observed at t=1 minute after the addition of ACh for 
glass and PDMS 1:40 substrates, while the effect on PDMS 1:20 appeared later at t=5 minutes. 
Overall, this indicates that the substrate influenced drug action on spontaneous activity. In this 
example, the destabilization effect of ACh seems to be decreased when cardiomyocytes are 
cultured on PDMS 1:20. 
 
 
Parasympathetic and sympathetic stimulation: effect on 1st 
activation site 
As the number of activation sites is significantly higher on PDMS substrates compared to 
glass substrate, we checked whether the significant decrease in σperiod following ISO injection 
is associated with a diminution in the number of activation sites.  
 
Mapping experiments in presence of ISO show a decrease in the number of activation sites on 
glass (2 sites pre-ISO compared to 1 site after ISO; Figure S5A and Figure S5B) and PDMS 
1:20 (4 sites pre-ISO compared to 2 sites post-ISO; Figs. 6A and 6B). However, no change 
was observed for PDMS 1:40 (3 sites pre-ISO and post-ISO; Figure S5C and Figure S5D). 
Once more, ISO has greatest effect on PDMS 1:20, which is in agreement with the data 
showing the effect of ISO on frequency. 
 
Pharmacological parasympathetic stimulation by ACh increased the number of activation sites 
on glass (2 sites pre-ACh compared to 3 sites post-ACh; Figure S6A and Figure S6B. No 
change was observed on PDMS 1:20 (2 sites were observed both pre-ACh in Figure S6C and 
post-ACh in Figure S6D). Mapping cultures on PDMS 1:40 revealed an increase in the 
number of activation sites (3 sites pre-ACh compared to 2 sites post-ACh, Figure S6E and 
Figure S6F). Overall, parasympathetic stimulation with ACh did not exert a clear effect on the 




 mRNA levels related to the effects of parasympathetic and 
sympathetic stimulation 
There were no significant differences in the mRNA expression of proteins related to 
parasympathetic (IKACh, Kir 3.1, and Kir3.4; Figure S4D and Figure S4E) or to sympathetic 
(β1 adrenergic receptors; Figure S4F) stimulation between substrates.   
 
 
Stability of cell populations between substrates in culture 
Myofibroblasts can be found in cardiomyocyte cultures. These cells can be electrically 
coupled to cardiomyocytes in culture and possibly in tissue thus affecting depolarization, 
ectopic activity, electrical conduction, and reentry sensitivity [124, 226-228]. As such, 
evaluation of possible changes in myofibroblast population between the groups under study 
has been done. Expression of alpha-actinin gene in primary cultures was evaluated with qPCR 
(Fig. S8). A similar level of alpha-actinin gene expression was found between the glass and 
PDMS groups. There is no indication of a difference in the number of cardiomyocytes within 
monolayers between the groups investigated. Results obtained for alpha smooth muscle actin 
(alpha-SMA), a marker of myofibroblast, are presented in Fig. S9. No significant differences 
in gene expression of alpha-SMA was found between the groups of interest (glass, PDMS 
1:20, PDMS 1:40). These results indicate that no important difference in the cell population 




To study stretch-related effects including simulating pathological conditions like hypertrophy, 
pressure-overload [229], or atrial cardiomyocyte remodeling [230], a flexible cell culture 
substrate like StageFlexer Membrane with Flexcell systems (Flexcell International 
Corporation, Hillsborough, NC, USA) or similar silicone-based membrane (e.g. non-
reinforced vulcanized silicone membrane) is generally used [231-233]. We hypothesized that 
culturing on such elastomeric substrates affects the spontaneous activity of cultured neonatal 
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 rat ventricular cardiomyocyte (NRVM) monolayers, based on published studies illustrating the 
effect of the substrate properties on cardiomyocyte shape [191, 234, 235], calcium transient 
morphology [129], and spontaneous frequency of contraction (using other types of substrates) 
[130, 236]. To the best of our knowledge, this is the first investigation aimed at elucidating the 
impact of silicone-based substrate properties on the spontaneous activity of NRVM. PDMS 
has numerous advantages as a material for cell study, including optical clarity, 
biocompatibility, high tolerance to stretch compared to hydrogels, and possibility to modulate 
its stiffness to reach physiologically relevant ranges [237]. Control of the final geometry is 
also possible using a simple molding technique for curing the PDMS. This technical aspect is 
highly important in tissue engineering to control the seeding area and/or apply patterning to 
the seeding surface to induce orientation of the cells [201]. Culture of cardiomyocytes on a 
stiff substrate has been shown to impact their function both for force generation [129, 161, 
215] and spontaneous activation [130, 236].  
 
Single [238, 239] and multiarmed reentry [240] can be created by point electrical stimulation 
or spontaneously arise [241] in cardiac monolayers. In the present study, an increased number 
of spontaneous reentrant events were observed when cardiomyocytes were cultured on a glass 
substrate compared to a PDMS substrate. This finding increased the intragroup variability. By 
removing these reentrant events (Fig. 1), we obtained a smaller intergroup variability of 
frequencies. Stiffness differences between glass and PDMS substrates do not significantly 
affect the spontaneous beating frequency (Fig. S2), but seem to affect the incidence of 
reentrant activities.  
 
Another factor that could impact spontaneous activity of monolayers is cell density [242]. 
Density influences cardiomyocyte function because cells react to the substrate and also to their 
neighboring cells through mechanosensitivity [243]. In our study, we tried to limit the impact 
of cell density by counting living cells before seeding and by plating the same quantity of cells 
on each substrate. Thus, the significant increase in the number of nuclei found for PDMS 1:20 
(Fig. S3) indicates a possibly greater proliferation on this substrate. In cases of initial low 
density at seeding, increased cell proliferation could lead to stronger intercellular coupling and 
favor faster spontaneous frequency [242]; however, we did not observe this effect.  
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 Stability of the spontaneous activity  
Our study illustrated an increased temporal variability in the interbeat period (σperiod) on 
PDMS 1:20 (Fig. 2). Lower expression of Cx43 tends to uncouple cardiac cells and could 
highlight the intrinsic rhythm of each cell (pacemaker activity) [224]. Subsequently, the 
decrease tendency of Cx43 mRNA detected in our study could explain why we observed an 
increased number of activation sites on PDMS compared to the glass substrate (Fig. 3). 
Reentry is more likely to occur in excitable tissue that is partially uncoupled [199]. Probability 
of reentrant activity has been shown to be increased in low to mildly coupled monolayers 
[54,72]. Here, Cx43 mRNA has the tendency to be lower on PDMS 1:20 compared to glass 
while the incidence of reentry is increased on glass compared to PDMS. This result indicates 
that other factors could protect from spontaneous formation of reentry on PDMS. This might 
be explained by a non-uniform distribution of Cx as highlighted by the change in local 
activation delay along the trajectory (more importantly for the region close to 2π illustrated in 
Fig. 1). A non-uniform distribution of Cx can facilitate reentry and non-uniform conduction 
properties [244]. However, curvature effects can also induce change in conduction velocity 
[245, 246]. The increase in the number of activation sites on PDMS could possibly be linked 
to the increased median σperiod calculated in PDMS compared to glass (52.6 % for PDMS 1:20 
and 21.1 % for PDMS 1:40). These different σperiod values are affected by the increased 
variation between beats, but also by occasional pauses between bursts of faster beats in PDMS 
1:20 recordings. These results are in agreement with Ponard et al, who demonstrated that 
stochastic gating of transmembrane currents and calcium release channels can affect ion 
channel turnover and thereby induce variability in the spontaneous rate [247]. However, we 
detected a larger change in spatial position of focal activation than Ponard et al., which we 
attribute to greater distances (~6 mm) between interacting pacemaker sites compared with 






 Changes in the voltage clock‒associated mRNA and effects on 
spontaneous activity  
The voltage clock encompasses membrane currents that play a role in the spontaneous activity 
of cardiomyocytes, and more importantly, in sinus node cells [40]. Modifications in 
expression or function of membrane currents could alter the rate of spontaneous activity. In 
our study, we observed an increased expression of CaV3.1 (ICaT) and HCN2 (If) mRNA. 
Increased expression of Ca2+-permeable (T- and L-type) channels and HCN channels 
including HCN2 [248] could promote automaticity [206, 208, 249, 250]. Although not a 
significant finding, the tendency towards decreased Kir2.1 expression (Fig. 4) could also favor 
acceleration of spontaneous activity [251]. However, no significant difference in frequency 
was detected (Fig. S2). Instead, there was a significant increase in the number of activation 
sites on PDMS (Fig. 3). One possible explanation is that the global change in mRNA 
expression could lead to protein changes that do not cause a linear shift in the local intrinsic 
period of individual spontaneous cells. We perceive monolayers to consist of quiescent and 
spontaneous cells (with a set of individual frequencies)[224]. Cells with higher frequency are 
thought to become the drivers of monolayers; however, locally connected strong pacemakers 
could more easily overcome the source/sink ratio and drive spontaneous activation. Therefore, 
a decrease in cellular coupling (through Cx43 mRNA) and increase in local spontaneous 
activity (decreased Kir2.1 and increased HCN2) would favor regionalized depolarization. As 
such, these results suggest that culture on a PDMS substrate may favor the appearance of 
spontaneous activity in multiple cells and increase the number of regions that can depolarize 
and generate a propagating response. 
 
 
Response of different substrates to sympathetic and 
parasympathetic stimulation 
Vagal nerve stimulation slows heart rate, predominantly by the action of the vagal 
neurotransmitter, acetylcholine, at muscarinic receptors. The binding leads to the dissociation 
of G proteins and activation of the potassium current, IK,ACh[252]. In our study, ACh (1 µM) 
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 significantly decreased the rate of spontaneous activity of monolayers in all groups, with the 
greatest decrease on PDMS 1:20 compared to the glass substrate (Fig. 5B) and the greatest 
instability on PDMS (Fig. 5D, higher number of time points with significant increase in σperiod 
compared to pre-ACh data). Increased instability is a known hallmark of ACh-induced 
slowing effects [253]. Interestingly, instability was more rapid on glass and PDMS 1:40, while 
its effect was more gradual on PDMS 1:20. Increased σperiod was only visible after 5 minutes 
on PDMS 1:20. The mRNA levels for both Kir3.1 and Kir3.4 (Figure S4D and Figure S4F), 
coding for ACh-activated K+ channels, were not significantly different but showed a tendency 
towards a slight increase on PDMS. At early developmental stages, IK,ACh is known to be 
primarily formed by Kir3.1, while in late embryonic and adult cells, Kir3.4 is the predominant 
subunit [254]. Here, the change in culture substrate did not induce variation in the ratio of 
Kir3.4/ Kir3.1, indicating that there was no modification in the rectification properties of IK,ACh 
and therefore function between substrates.  
 
It has recently been shown that substrate stiffness can regulate cellular responses to β-
adrenergic receptor agonist (ISO) in human mesenchymal stem cells [255]. It was unknown 
whether ISO could exert different effects on cardiomyocytes cultured on PDMS. Interestingly, 
cardiomyocytes cultured on PDMS (1:20) exhibited the greatest increase in frequency of 
spontaneous activity by 100 nM ISO (relative to pre-drug at t=0). More precisely, the effect 
lasted significantly longer on PDMS 1:20 compared to culturing on glass. ISO significantly 
reduced σperiod on the PDMS 1:20 substrate (Fig. 5C), which confirms that instabilities are 
greater for slower activity [253]. However, we found that decrease in instability is also 
associated with a diminution in the number of activation sites (Fig. 6 and Fig. S5). This result 
is in agreement with a previous study that claims the positive inotropic effect of ISO is 
associated with a decrease in the relative value of the potentiating effect of the pause 
(instability) [256].  
 
We hypothesized that expression of beta-1 adrenergic receptor (AdrB1) could be altered by 
the culture substrate; however, no significant change at the mRNA level was found. It remains 
to be determined if post-transcriptional regulation process including a change in 
internalization rate of the receptor [255] could be responsible for the differences. The 
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 increased duration of the effect of ISO stimulation may be a consequence of the substrate on 
phosphodiesterase action. cAMP plays a central role in regulating metabolic and cellular 
processes through protein kinase A (PKA). Phosphodiesterases are directly involved in the 
degradation of cAMP controlling the duration and intensity of the response in cAMP signaling 




This study is part of the greater project aimed at the development of a system to evaluate the 
effects of stretch on cardiomyocytes. To apply deformation, a flexible substrate is needed. Due 
to the brittle characteristics of currently available hydrogels, we opted for the use of a 
deformable silicone-based substrate to approach in vivo tissue stiffness. According to our 
results, selecting the appropriate material for the substrate is highly important since it will 
affect the in vitro spontaneous activity via ionic channel expression modulation. Our study 
also presents evidence that the substrate mechanical properties (stiffness) can influence the 
sensitivity to sympathetic (ISO) and parasympathetic (ACh) stimulation, and act as a stabilizer 
for the propagation of activation through even non-significant changes in Cx43 mRNA. Our 
results indicate that PDMS 1:20 would be a better choice of substrate for studies who aim to 
apply mechanical stimulation amongst the tested substrate in our study. These results reveal 
the importance of carefully selecting the culture substrate involving mechanical stimulation, 
especially for tissue engineering investigations or pharmacological high-throughput screenings 
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 Figures and figure captions 
 
Fig. 1 – Spontaneous frequency on glass vs. PDMS substrates 
Example of one spontaneous reentry as observed on glass substrate. A. Normalized calcium 
transients over time obtained from the pixel marked by a white × in panel B. B. Snapshots of 
the dF/dt over 1 rotation of reentry with time stamps indicated at the top left of each panel. 
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 The white circle in the top left snapshot at 200 ms illustrates a trajectory around the reentry 
core (scale bar is 3 mm) used for the time/phase plot depicted in panel C. The period of 
activity in this example was highly stable around 255 ms. C. Propagation along the trajectory 
depicted as a white circle in panel B shows periodic activity. However, it is clear that the 
activation delay δ (δ = slope) is not constant with large regions of rapid velocity along the 
trajectory from 3π/4 to 3π/2, while the region close to 2π illustrates a slow conduction area. 
The local activation delay was not uniform along the reentrant trajectory and changed from 
δ1= 0.15 second/cm to δ2= 0.4 second/cm, δ3= 0.18 second/cm, and finally δ4= 0.66 
second/cm. D. Activation map obtained for the time interval between 0.1 and 0.35 second of 
reentrant activity. The maps shows a central core of ~0.31 mm2 (indicated by the arrow) and 
highlights the slow region of the pathway of reentry (time near 0.1 to 0.15 second on the top 




Fig. 2 – Temporal variation in the period of activity 
A. Left panel shows a sample signal of spontaneous activity obtained by videomicroscopy and 
right panel shows the calculated interbeat period. The standard deviation of the temporal 
distribution of activation period (σperiod) was calculated as an estimate of temporal variability. 
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 B. Histogram of σperiod obtained for the glass, PDMS 1:20, and PDMS 1:40 groups. The 
median of the σperiod calculated for each group is: 0.19 second (glass), 0.29 second (PDMS 
1:20), and 0.23 second (PDMS 1:40); n=44 (number of samples), N=11 (number of litters).  
 
 
Fig. 3 – Increased number of initiation sites on PDMS substrate 
The mean number of activation sites for cardiomyocyte monolayers cultivated on glass, 
PDMS 1:20, and PDMS 1:40 were 1.3±0.3, 2.8±0.4, and 2.8±0.5 sites, respectively (A). The 
mean number of activation sites is significantly higher on PDMS compared to glass (p<0.05; 
N=11). Examples of activation patterns on different substrates. i) A trace of calcium transients 
of the spontaneous activity is shown with ii) activation maps of the first beat for each different 
activation site for glass (B), PDMS 1:20 (C), and PDMS 1:40 substrates (D). Sites are labeled 
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 with a number on top of the calcium transient. The corresponding site number is indicated at 
the time it starts to drive the monolayer (calcium transients without corresponding numbers 
originated from the same initiation site as the previous one). In these examples, 1 initiation site 
was observed on glass compared to 3 sites for both PDMS substrates.   
 
 
Fig. 4 – Role of the proteins expression on spontaneous activity  
A. Cx43 mRNA expression was 6.24±0.89, 4.55±0.27 and 5.70±0.12. According to our 
results, Cx43 mRNA expression has a tendency to be lower on PDMS substrates compared to 
glass, however, significant differences was detected between PDMS 1:20 and PDMS 1:40. 
B-D. mRNA expression of targeted proteins playing a role on automaticity through the voltage 
clock could explain the small changes observed in rhythm. Kir2.1 (B) mRNA expression tends 
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 to be lowered when cardiomyocytes are cultivated on PDMS compared to glass. There is a 
tendency towards increased expression of CaV3.1 (C) and HCN2 (D) on PDMS compared to 
glass (p<0.05, between glass and PDMS 1:40). 
 
Fig. 5 – Effects of parasympathetic and sympathetic stimulation on the rate of 
spontaneous activity 
Relative spontaneous frequency was obtained by videomicroscopy and calculated by taking 
spontaneous frequency recorded at t=1, 5, 10, 15, and 20 minute(s) and by dividing that value 
by the spontaneous frequency prior to the addition of the drug (pre-drug at t=0). A. 
Sympathetic stimulation by addition of 100 nM of ISO. The rates of contraction at t=1 minute 
after the addition of ISO were 1.62±0.28 Hz (glass), 1.64±0.12 Hz (PDMS 1:20), and 
1.56±0.13 Hz (PDMS 1:40); consequently, no significant differences were observed at t=1 
minute between the groups (p=0.53). However, the rates of contraction at t=20 minutes after 
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 the addition of ISO were 1.14±0.15 Hz (glass), 1.84±0.15 Hz (PDMS 1:20), and 1.54±0.11 Hz 
(PDMS 1:40). Statistical analysis showed significant differences at t=20 minutes between the 
groups (p<0.01). B. Effects of parasympathetic stimulation by addition of 1 µM of ACh. The 
rates of contraction at t=1 minute after the addition of ACh were 0.56±0.07 Hz (glass), 
0.51±0.10 Hz (PDMS 1:20), and 0.63±0.12 Hz (PDMS 1:40); consequently, no significant 
differences were observed at t=1 minute between the groups (p=0.700). The rates of 
contraction at t=20 minutes after the addition of ACh were 0.52±0.12 Hz (glass), 0.45±0.11 
Hz (PDMS 1:20), and 0.69±0.10 Hz (PDMS 1:40); no significant differences were observed at 
t=20 minutes between the groups (p=0.33). C. No changes in σperiod were observed with time 
for cardiomyocytes cultivated on glass after the addition of ISO. The σperiod for 
cardiomyocytes cultivated on PDMS 1:20 was decreased significantly 10, 15, and 20 minutes 
after the addition of ISO (p<0.05, Mann-Whitney comparison test). There was a tendency 
towards a decreased σperiod for cardiomyocytes cultivated on PDMS 1:40 in the presence of 
ISO. D. A significant increase in σperiod at t=1 minute (p<0.05, Mann-Whitney comparison 
test) was observed for cardiomyocytes cultivated on glass after the addition of ACh. No 
significant change was observed for the remaining measurements (t=5, 10, 15, and 20 
minutes). The σperiod for cardiomyocytes cultivated on PDMS 1:20 only increased significantly 
at t=10 and 15 minutes after the addition of ISO (p<0.05, Mann-Whitney comparison test). A 
significant increase in σperiod was observed for PDMS 1:40 at t=1, 5, 10, 15, and 20 minutes 




Fig. 6 – ISO decreases σperiod for cardiomyocytes cultivated on PDMS 1:20 and tends to 
stabilize the rate of contraction 
Examples of cardiomyocyte activity stabilization by the addition of isoproterenol. i) A trace of 
the contractile activity is shown with ii) activation maps of the first beat for each different 
activation site. A. Conditions before the addition of isoproterenol (Pre-ISO) on PDMS 1:20. B. 
One minute after adding ISO (100 nM) on PDMS 1:20 substrates. Pharmacological 
sympathetic stimulation appears to decrease the number of activation sites (from 4 sites pre-




 Supporting information legends 
 
 
Fig. S1. Stiffness of PDMS with different ratios of curing:base agents  
To determine Young’s modulus, the PDMS substrate was molded in a cylindrical mold with 
defined width and length. Molds were cured at 37 °C for 48 hours. Young’s modulus was 
calculated as the slope of the stress/strain curve that was created using a set of weights ranging 
from 10 to 150 g (except for PDMS 1:40 where the maximum weight was 30 g). Attempts 
were made to remain within the limits of linear elasticity. PDMS was mixed in ratios of 1:5, 
1:10, 1:15, 1:20, 1:25, 1:30, and 1:40 to produce substrates with mean moduli of 974±32 kPa, 
293±8 kPa, 112±6 kPa, 87±22 kPa, 42±6 kPa, 27±4 kPa, and 16±4 kPa, respectively. Inset: 




Fig. S2. Rate of spontaneous activity of cardiomyocytes after 48 hours culture 
Mean spontaneous activity of cardiomyocytes after 48 hours culture was 1.34±0.25 Hz (glass), 
1.0±0.08 Hz (PDMS 1:20), and 0.93±0.08 Hz (PDMS 1:40); n=11. The rate of spontaneous 
activity tends to decrease when cardiomyocytes are cultivated on PDMS with a greater effect 
on softer substrates (p=NS). The large error bar for the mean spontaneous frequency measured 
on glass can be explained by a group of data with high-frequency rate that match the rate of 
reentry imaged in the calcium mapping experiments (Figure A). After removing the data with 
frequency greater than 3 Hz assumed to be reentrant activity, mean spontaneous activity 
measured by videomicroscopy on glass is 1.03±0.09 Hz (glass), 1.01±0.08 Hz (PDMS 1:20) 




Fig. S3. Number of nuclei 
Confocal imaging of neonatal rat cardiomyocytes was performed to determine the number of 
nuclei in monolayers cultured on different substrates. There was a significant increase in the 




Fig. S4. Role of the proteins expression on spontaneous activity 
CaV3.2 mRNA expression appears to be lowered when cardiomyocytes were cultivated on 
PDMS compared to glass (p=NS) (Figure A). No change in HCN4 mRNA expression was 
observed when cardiomyocytes were cultivated on PDMS compared to glass (p=NS) (Figure 
B). Control data (no drug) of spontaneous rate of contraction showing no appreciable 
differences over time (Figure C). No significant changes were observed in mRNA expression 
of proteins related to parasympathetic (IK,ACh, Kir 3.4 (Figure D), and Kir3.1 (Figure E)) or to 




Fig. S5. Effect of ISO on the σperiod in monolayer of cardiomyocytes 
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 Conditions before the addition of isoproterenol (Pre-ISO) on glass (Figure A). On glass 
substrates, pharmacological sympathetic stimulation with ISO (100 nM) tends to decrease the 
number of activation sites after 1 minute (from 2 sites pre-ISO to 1 site after ISO) (Figure B). 
Conditions before the addition of isoproterenol (Pre-ISO) on PDMS 1:40 (Figure C). On 
PDMS 1:40 substrates, pharmacological sympathetic stimulation with ISO (100 nM) did not 




Fig. S6. Effect of ACh on σperiod in cardiomyocyte monolayers 
Addition of acetylcholine (ACh) to cardiomyocyte monolayers. i) A trace of contractile 
activity is shown with ii) activation maps of the first beat for each different activation site. 
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 Conditions before the addition of ACh (Pre-ACh) on glass, PDMS 1:20, and PDMS 1:40, 
respectively (Figure A, C and E). On glass substrates, pharmacological parasympathetic 
stimulation with ACh (1 µM) tends to increase the number of activation sites after 1 minute 
(from 2 sites pre-ACh to 3 sites after ACh) (Figure B). On PDMS 1:20 substrates, ACh (1 
µM) stabilized the number of activation sites after 1 minute (2 sites for both after ACh and 
pre-ACh) (Figure D). On PDMS 1:40 substrates, ACh (1 µM) tends to decrease the number of 




Fig. S7. Number of pauses: influence of the parasympathetic and sympathetic 
stimulation 
The number of pauses over 3 seconds was evaluated. Before and after the addition of ISO 
(Figure A). Before and after the addition of ACh. Pre-drug and post-drug (at t=1 minute) 
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 differences for each substrate (glass, PDMS 1:20, and PDMS 1:40) were compared with a 
Wilcoxon matched-pairs test (Figure B). 
 
 
Fig. S8. Comparison of alpha-actinin mRNA expression 




Fig. S9. Comparison of alpha-SMA mRNA expression 
n.d. indicates that the sample level was under detection limits and n.s. indicates that the 
difference is non-significant. 
Cardio FD : portion enrichie de cardiomyocytes fraîchement dissociés, Fibro/myofibro : 




 Appendix S1. Young’s modulus equation. 
                 E =  tensile stress  =  σ  =  F/Ao  =   FLo        (B.1) 
                 tensile strain     Ɛ     ΔL/Lo    AoΔL 
Where: 
E is Young's modulus (modulus of elasticity); 
F is the force exerted on an object under tension; 
A0 is the original cross-sectional area through which the force is applied; 
ΔL is the amount by which the length of the object changes; 
L0 is the original length of the object. 
 
 
Appendix S2. Additional methodology for myofibroblast population evaluation.  
qPCR was performed as described in the Materials and Methods section with slight 
modification as the use of a new qPCR system for analysis (StepOnePlus Real-Time PCR 
System, Life Technologies). The geometric mean of the expressions of HPRT was used for 
normalization. New data were also analyzed with StepOne software v2.3. 
Alpha-actinin gene expression was used as a positive control for the cardiomyocyte population 
(primer sequences: Forward GAGACGGCAGCTAACAGGAT and Reverse 
CTTGCATGGTCTTCTCCGGT). To evaluate the presence and possible impact of 
fibroblast/myofibroblast in primary culture experiments, expression levels of alpha smooth 
muscle actin (alpha-SMA) were evaluated by qPCR (primer sequences: Forward 
AGCATCCGACCTTGCTAACG and Reverse CACGAAGGAATAGCCACGCT). 
A total of 5 groups were tested, which includes the 3 substrates (glass, PDMS 1:20, and 
PDMS 1:40), and conditions are described in the Materials and Methods section. Freshly 
dissociated cardiomyocytes (Cardio FD group) that have not been cultured (t=0, after isolation 
procedures) were added. Cells maintained in culture for 5 days were also isolated, with 1 
passage at day 2 to remove the majority of cardiomyocytes and retain an enriched 
fibroblast/myofibroblast population (Fibro/Myofibro group). 
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rHCN2 1 Forward 
CAATGGGAGGAGATTTTCCA 
rHCN2 1 Reverse 
AGTCGCTGGGGAAGTCTTG 
 
rCav1.2 1 Forward 
TCTGCTCTGCCTGACTCTGA 
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 Résumé 
Dû à une population de plus en plus vieillissante et un manque de donneurs d’organes, il y a 
un énorme besoin pour la création de tissu de remplacement sur demande. Un nouveau 
bioréacteur capable d'appliquer une stimulation électrique simultanément avec un étirement 
statique ou cyclique est présenté. L’étirement est appliqué à des cellules via une membrane en 
élastomère spécialement conçu avec une région centrale d'ensemencement. L'intérêt principal 
de notre approche est le contrôle précis des caractéristiques des simulations en ce qui concerne 
le rythme (timing) et l'amplitude dans une conception simple basée sur des parties 
imprimables ou des composantes commerciales faciles à trouver et abordables. Nous avons 
développé un moule pour fabriquer nos membranes pour la culture cellulaire. Nous utilisons 
des moteurs à pas linéaire pour induire un étirement mécanique uniaxial et des électrodes de 
carbone positionnées parallèlement au champ d’étirement. Notre système a été validé par des 
expériences mesurant la capture du signal électrique par les cardiomyocytes de rats néonataux 
et par la vidéomicroscopie qui a permis de mesurer l'étirement cellulaire. Finalement, notre 
approche permet l’optimisation d’un feuillet de cardiomyocytes grâce au contrôle précis des 
composantes de son environnement et ouvre la voie à des protocoles plus complexes pour des 
stimulations électriques et  mécaniques qui sont connues pour être des régulateurs importants 
du phénotype cardiaque. Notre système propose une approche qui permet des études 
toxicologiques ou de développement de médicaments beaucoup plus efficaces, en plus d’être 
moins onéreuses et en fournissant un modèle plus représentatif des conditions in vivo. 
 
Abstract 
With the growing of aging population and the lack of available organ donors, there is a need 
for engineered tissues that would need to be cultured on demand. A new bioreactor capable of 
applying electrical field stimulation in conjunction with static or cyclic stretch is presented. 
Stretch is applied to cells by a specially-designed elastomeric membrane with a central 
seeding region. The main interest of our approach is the fine control of the characteristics of 
the stimulations in regards to timing and amplitude in a simple design based on affordable, 
easy to find components and 3D printable parts. We have developed a mold to create our 
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 flexible substrate for cell culture. We use linear motors to induce a mechanical uniaxial stretch 
and carbon electrodes positioned parallel to the stretching field to induce electrical 
stimulation. Our system was validated by experiments measuring the capture of the electrical 
pulse by the neonatal rat cardiomyocytes and with videomicroscopy that allowed measuring 
the cellular stretch. As is, our approach optimize cardiomyocytes patches in culture by 
controlling the component of the environment and opens the way to more complex protocols 
for electrical and/or mechanical stimulations which are known important regulators of cardiac 
phenotypes. Our system offers an approach to toxicological studies or the development of 
more effective drugs, in addition to being less expensive and providing a more representative 




Even after huge improvement in prevention and therapies which lead to mortality rates decline 
significantly since 1980 [259], cardiovascular disease remains the leading cause of death with 
a large part of these deaths due to ischemic heart disease. Although great developments have 
been done, there is a need for novel and individualized therapeutic strategies, e.g. disease-
specific or patient-specific drugs, and cardiac tissues for regenerative medicine. To be able to 
produce an optimal cardiac replacement tissue, we need to understand the link between the 
engineered tissue physiology and the environment in which it is created. From a physiological 
point of view, the heart is an organ that pumps the blood and allows its circulation throughout 
the entire vascular system of the body. These functions are assured by a precise combination 
of electrical and mechanical activation of the cardiac cells. These cells are under the constant 
influence of diverse stimuli necessitating permanent adaptation to the constraints of their 
environment. Recent advances in the fields of stem cell biology [260, 261] and cardiac tissue 
engineering [115, 262] have led to engineered human cardiac tissues getting closer to non-
engineered real tissue. These tissues have shown potentials to be used as physiological study 
tools and drug testing platforms [263]. However, to enable adequate usage of these tissues for 




There is strong evidence in the literature that cardiac cells in vitro need to grow in a controlled 
environment incorporating a combination of coordinated electrical [140, 154, 264] and 
mechanical [265, 266] stimulations for optimized physiological functions of contractile 
engineered tissue.  
 
Different types of materials have been used as electrodes for electrical stimulation: silver-
silver chloride [137, 138], titanium [139, 140], titanium-nitride [140], stainless steel [138], 
hydrogel [138], platinum [141-143], platinum-iridium [144], but carbon electrodes [140, 145-
147] seem to be a better because they maximise the synchronism of the activity and seems a 
more popular choice recently [140, 145, 148]. Carbon electrodes offer a much greater 
resistance than metal [138], exhibit the best charge transfer characteristics and the lowest 
percentage of injected charge unrecovered and by that constitute an excellent material for a 
bioreactor [140]. In general, electrical stimulations can be applied in two ways (local or field 
stimulation) although other approaches including optogenetics are being evaluated [267]. 
Local stimulation aims to inject a current to a precise location of the extra- or intracellular 
environment with the use of electrodes (unipolar or bipolar) that will activate local cells; the 
localized activation (with a minimum of depolarized cells) then propagate to all connected 
cells [268]. Field stimulation aims to depolarize all the cells by the application of an electric 
field issues from the voltage between two parallel electrodes. Field stimulation is preferable 
for cell culture stimulation protocols since both isolated cells (or cell islands) and connected 
syncytium can be stimulated. It is important to note that electrode length should be more than 
2 times longer than the space between those 2 electrodes and that generally, stimuli of 5 V/cm 
should be used (maximum safe stimulation amplitude of 8 V/cm was also established) [140]. 
Field stimulation tends to improve the alignment of the cells because charges in the cytosol 
will react as dipole and align in the direction of the field [149].  
 
In culture, cells are affected by the presence or absence of electrical stimulation. The presence 
of the electrical stimulation will improve geometry, alignment of the sarcomeres and 
distribution of connexin-43 (Cx-43, cell to cell junction) and of the mitochondria (energy) 
[147, 150, 269]. Two types of pulses can be used to apply the electrical stimulation: 
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 monophasic or biphasic pulses. Both types of pulses induce an increase in Cx-43, but biphasic 
pulses are more effective [269]. Biphasic pulses also induce a clear upregulation of cardiac 
transcription factors such as MEF2D, GATA-4 and Nkx2.5 as well as the expression of 
sarcomeric proteins, troponin T, alpha-actinin and SERCA 2a in human progenitor cells [269].  
Oppositely, the absence of electrical stimulation will tend to favor the formation of round 
shaped cells as well as the apparition of a remodelling of the actin and troponin-I which leads 
to the loss of the contractile properties [151].  From a functional point of view, 
cardiomyocytes under the influence of electrical stimulation will show improved synchronized 
contractions, higher training frequency [150] and less hypertrophy [152]. Electrical 
stimulation helps the formation of regular activity (contractions) and by that; it optimizes 
intracellular calcium handling [153], density and function of L-type calcium channels. 
 
The mechanical environment plays an important role in the function of cardiac cells and this 
has a huge impact on the physiological development of the heart as well as on the 
development of pathologies [156]. Cardiomyocytes are subject to extreme dynamic changes in 
terms of stress and strain [270] and by that, they constitute really interesting targets to study 
stretch related conditions. In a cardiomyocyte, the electrical activity is directly linked with the 
mechanical activity by the excitation-contraction coupling principle. Mechanical-electrical 
feedback is emerging as a key modulator of cellular and tissue electrophysiological properties 
[157]. By example, acute stretch activated channels can affect cardiac automaticity by causing 
the opening of channels responsible for the depolarization of the cardiac cells (entry of 
calcium and sodium). The entry of calcium enhance the entry of sodium by the sodium-
calcium exchanger and can lead to the formation of the action potential [172]. Chronic stretch 
can also modulate the electrical propagation by increasing Cx-43 expression leading to an 
increase in conduction velocity [53].  
 
To mimic the mechanical environment of the cardiac cells, it is needed to use pressure or 
motors to apply a deformation to the substrate.  
 
We aim to develop a bioreactor (BioR) to optimize in vitro development of cardiac 
replacement tissue. Electrical field stimulation, mechanical stimulation or a combination of 
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 both will be studied on neonatal rat cardiomyocytes. The impact of these stimulations on the 




Characterization of electrical and mechanical subsystems 
Data for evaluation of the electrical stimulation sub-system were acquired with a NI USB-
6221 DAQ (National Instruments inc, USA) and with a homemade Python program using the 
PyDAQmx library. Recordings were sampled at 10 kHz for testing the period of stimulation 
and 100 kHz for evaluating the bipolar stimulation duration. 
Data for evaluation of the mechanical stimulation sub-system were done using a large field 
USB camera (Dino-lite, Taiwan). Images at different displacement of the motors were 
acquired for estimation of the seeding template deformation. Video recordings at a frame rate 
of 15 fps were acquired and analyzed using Matlab to validate the temporal period of cyclic 
stretch. 
 
Cardiomyocyte isolation procedure 
All animal-handling procedures were concordant with the Canadian Council on Animal Care 
guidelines and were approved by the institutional Animal Research Ethics Committee. 
Isolation was performed according to the protocol of the neonatal cardiomyocyte isolation kit 
from Worthington. In summary, one to three days old rats (Sprague-Dawley, Charles River) 
were sacrificed by decapitation. Beating heart were removed from the rats and immediately 
put in cold Ca2+ and Mg2+-free Hank’s Balanced Salt Solution. Ventricular muscle was 
selected by excision and tissue was minced on ice into 1-3 mm3 pieces. The mixture was 
subjected to purified enzymatic digestion (trypsin and collagenase). Isolated cells (enriched 
cardiomyocytes) were counted and seeded at a density of 6.5x105 cells/cm2 in the seeding area 
of the membrane pre-coated with 0.2 % porcine-derived gelatin (G1890, Sigma) and 
0.00125% fibronectin solution (F1141, Sigma). Cells were grown for 48 hours in DMEM 
(319-050-CL, Wisent) with 10% fetal bovine serum (SH30396.03, Fisher Scientific Co. Ltee), 
1 % penicillin/streptomycin (450-201-EL, Wisent). A concentration of 100 µg/mL of 
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 Normocin (ANT-NR-1, InvivoGen) was used in a subset of experiments. After this period of 
48 hours in complete media, fetal bovine serum was reduced to 5 % in DMEM to limit the 
impact of hypertrophy on the cells with 1 % penicillin/streptomycin. 
 
Hek239t cell culture 
Hek293t were used to test adhesion of the cultured cells during deformation of the flexible 
culture template with the BioR. Briefly, amplification of the HEK293t into a 100 mm2 cell 
culture dish until approximately 90 % confluence is obtained by changing the complete 
DMEM media (10 % fetal bovine serum and 1 % penicillin/streptomycin) every 3 days. Then, 
cells are detached from the petri dish using a mixture of trypsin/EDTA 1x (5 minutes at 37 
oC). Cells are then seeded on the membrane template (5x105 cells/mL) in the BioR. Wait 24-
48 hours before doing experiments to be sure cells are well attached and that the desired 
density is obtained.  
 
Fluorescence of calcium dynamics 
Calcium transients were recorded using optical mapping to validate the accuracy of our 
electrical stimulation sub-system. After 5 days of culture, the cardiomyocytes were washed 
once with fresh media and incubated with 10 µM of fluo-4 AM (F-14201, Life technologies, 
Burlington, Ontario, Canada) and 0.2 % Pluronic acid F-127 (P-3000MP, Life Technologies) 
for 30 minutes at 37 oC. Fluo-4‒loaded cardiomyocytes were then washed 4 times with fresh 
media, followed by a 15 minutes resting period to allow de-esterification of the dye before 
starting calcium transient mapping experiments performed in DMEM at 37 oC. Fluorescence 
was recorded for 30 seconds at 125 Hz with a CardioCCD camera (RedShirt Imaging, 
Decatur, GA, USA). The dye was excited with a quartz tungsten halogen lamp (Oriel 
Instruments Inc., Stratford, CT). The filters used for excitation and emission were λexcitation ≈ 
480±20 nm (Chroma Technology Corp, Bellows Falls, VT) and λemission ≈ 535±25 nm 
(Semrock Inc., Rochester, NY), respectively. Signals were filtered and analyzed using a 





Physical design of the bioreactor 
The 3D layout of the BioR is presented in fig. 1. The mechanical stimulation is applied to the 
cells that are attached to a homemade polydimethylsiloxane (PDMS) membrane through 
elongation. Stretch of the membrane is done by a controlled displacement of two motor shafts. 
The movement is constrained along the lengthiest dimension of the enclosure following two 
parallel 17-4 PH stainless steel rods (diameter = 2.38 mm, length = 101.6 mm, McMaster-
Carr inc.). The rods are held in place by a 3D printed acrylonitrile butadiene styrene (ABS) 
frame (bottom left inset of fig. 1) which also serves to stabilize the carbon electrodes 
(dimension : 3.175 mm x 6.35 mm x 96.164mm, SK-05 ISO Graphite Plates, Industrial 
Graphite Sales LLC) for electrical stimulation. The membrane holders have Teflon cylindrical 
inserts through which the stainless steel rods pass through. Teflon was used to decrease 
friction (resistance to movement). The bioreactor has a transparent cover to allow direct 
imaging techniques. The bioR is designed around a “safe for food” crystal clear polystyrene 
disposable and recyclable enclosure (4 1/4” x 1 1/2” unhinged container, Gary Plastic 
Packaging Corp. New York) which sits on a custom-made Lexan support on which two linear 
stepper motor (Haydon 28000 Series size 11 ID 7, Haydon Kerk Motion Solutions, Inc.) are 
sitting. These motors have a step size of 3.175 µm at full step. Each motor is physically 
connected to a 3D printed ABS membrane support that transfer the shaft translation in an 
elongation of the PDMS membrane on which adherent cells are cultured. The bioR is placed in 
a cell culture incubator (95 % humidity, 5 % CO2). All electronic components except the 
motors and the carbon electrodes are found in a box outside the incubator. 
 
PDMS membrane and culture seeding area 
PDMS-based cell culture membrane is widely used to study cell–substrate interactions 
because it is resistant to mechanical deformations and biocompatible [271]. Moreover, 
mechanical properties (stiffness of the substrate) are easily tuned in physiologically relevant 
ranges [194]. Cells are cultured on an elastomeric PDMS (SYLGARD 184, Dow Corning) 
membrane that was designed with T-shaped ends to be held by the membrane supports and a 
center depressed region for cells (see fig. 2 for details on dimensions). An aluminum mold was 
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 designed using Solidworks (Dassault Systems Corp.), where part A and B were designed and 
machined (left insets of fig. 2) with an open top to let air bubbles escape from the mold. 
Degassing is performed before injecting the PDMS into the mold with a vacuum pump 
(Platinum DV-85N, JB Industries). The degassed binary compound (mix of base and curing 
agent) is injected through a Luer-Lok tip hole. A ratio of compounds (curing agent:base) of 
1:20 was used to create our membrane as this ratio has a stiffness close to the stiffness of the 
heart normal tissue while still being easy to handle (offers resistance to mechanical handling) 
[272].  
 
Electronic system for electrical and mechanical stimulation 
The prototype was built with a central microcontroller that adjusts the timing of both the 
electrical and mechanical stimulation sub-systems as shown in fig. 3. To An Arduino Mega 
2560 (Arduino.cc) has been chosen because it offers a higher number of digital outputs 
compared to the UNO or smaller boards. These additional digital outputs are needed to drive 
both the electrical and mechanical sub-systems. The microcontroller at the base of the Arduino 
is an ATmega2560 with 256 KB of flash memory (of which 8 KB is used for the bootloader), 
8 KB of SRAM and 4 KB of EEPROM. 
 
Characteristics of the electrical stimulation subsystem 
The timing and waveform of the electrical stimulation is done by the microcontroller which 
changes the digital output of pins 46-53 to modulate the output of the 8-bit digital-to-analog 
converter (TLC7226CDW, Texas Instruments) as shown in fig. 3. A power operational 
amplifier (LM675T, Texas Instruments) is used with 5 watts resistors R1 and R2 to create a 
non-inverting amplifier configuration. The gain (×3.33) of the amplification increases the 
output from the level selected by the user using a scaling factor in the code. The electric field 
is applied to the cells via a pair of parallel carbon plate electrodes (depicted in fig. 4A). The 
system allows voltage amplitudes of up to ±16 V. The current is limited to 250 mA by the 





 Electrical stimulation protocol 
The electrical stimulation is based on field stimulation with a voltage difference applied to the 
cells via carbon electrodes (schematically shown in fig. 4A). A biphasic stimulation 
waveform, with sequential positive/negative polarities per pulse, was chosen to decrease 
accumulation of charges at the electrodes with high precision (of the order of the 
microseconds). Examples of output measured at R3 are shown in fig. 4B for a combined tstim 
ms up and tstim ms down square pulses (set of tstim shown in the legend). However, these 
stimulation characteristics can be modified as long as the up+down voltage total duration is 
less or equal to the pacing cycle length defined by the user. The interest of the proposed design 
is that a variety of stimulation protocols can be implemented. For example, unipolar (with 
positive or negative polarity) or alternating output (a different bipolar stimulation with 
alternation between positive and negative outputs) could be programmed.  The timing of the 
voltage changes is done by modifying the 8-bit digital output of the Arduino based on an 
intrinsic timer of the controller using the TimerOne library using interrupt functions 
(http://github.com/PaulStoffregen/TimerOne). The timer is configured to repetitively measure 
a period of time, in microseconds. At the end of each period, an interrupt function runs 
modifying the 8-bit digital output of the Arduino controlling the DAC state and output 
voltage. Output to the amplification circuit can be set to ground via an analog switch for 
security purposes. An example of bipolar stimulation of cardiomyocytes is depicted in fig. 4C 
where cells were grown on the substrate for 5 days before initiating the electrical stimulation 
protocol that consisted of pulses of 4.5 V/cm with duration of 2 ms at 1 Hz. A comparison 
between the programmed stimulation period (T) and the average measured period of 
stimulation (<Tmeasured>) is shown in fig. 5 and clearly shows a stable 1:1 response with very 
narrow standard deviation. 
 
 
Characteristics of the mechanical stimulation sub-system 
This part of the system is based on the stepper motor shield (DFRobot, inc.) which can drive 
both linear stepper motors of the BioR and induce deformation of the elastic template (fig. 6A) 
using only two digital outputs per motor of the Arduino (as depicted in fig. 3). Simultaneous 
retraction of the motors stretches the membrane while forward movement returns the stretch 
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 level to the initial state. An example of stretched cells cultured on the PDMS template is 
shown in fig. 6C for a ~14 % stretch level.  
Power to the shield and motors is controlled using a relay board (model 3051, Phidgets inc.) 
which is digitally controlled through the Arduino pin 22. The shield is based on the Polulu 
A4988 chips (one per motor).  Digital outputs for each motor determined the direction and the 
timing of steps. Usually, pin 4 (direction) and pin 5 (stepping) control the motion of the first 
motor. However, one of the timer used for time-dependent action of the Arduino is also 
dependent on pin 5, thus the shield has been modified to control the stepping of motor 1 with 
pin 23. Motor 2 is controlled by pin 7 (direction) and pin 6 (stepping). Here in this version of 
the prototype, step size was set to full step to maximize velocity of movement. Note that the 
shield limits the digital control to steps and direction only while the Polulu drivers digital 
stepping options are set through dipswitch on the board. A trade-off exists between the 
resolution and velocity of movement. While microstepping down to 1/16 of the fullstep (~ 200 
nm) is available with the Polulu drivers, the step size was set to the fullstep to maximize 
velocity as minimum polarization of the coil is needed for movement of the motors.  
Different protocols can be applied as depicted in fig. 6B: linear (stretch increase with time), 
static (stretch to a specific value for a specific period of time) and cyclic (stretch of a specific 
value back and forward during a specific period of time). Although a sinusoidal variation (red 
curves, bottom panel) could be programmed, only the triangular cyclic displacement has been 
implemented (blue line, bottom panel). 
 
 
Validation of the mechanical subsystem 
Deformation of the membrane induced by displacement of the motor was studied based on the 
deformation of the seeding area borders. The results are presented in fig. 7A where the width 
(W) and length (L) of the membrane seeding area (measures were taken as highlighted in 
panel B) are shown for stretch and return phases (note that values for the return phase is 
shown with the inverse sign for clarity).  There is linear relation between the displacement of 
the motors using the control center (Arduino-based system) and the actual deformation applied 
to the membrane (fig. 7A). As such, a displacement of 6 mm transduced to a strain of 31.04 % 
of the membrane seeding area in the direction of the displacement (example shown in panel 
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 B). However, a small decrease (-6.7 %) of the membrane width (perpendicular direction of the 
displacement) was observed. This contraction in the width of the membrane can be explained 
by the Poisson effect. The calculated Poisson ratio for a 6 mm stretch was 0.22. Return from 
the stretched to the initial state shows also a linear relation between motor displacement and 
stretch level. However comparison of the absolute value of the regression slope highlight a 
slight but negligible difference (5.4 %/mm for stretching phase vs. 5.7 %/mm for the return 
phase). Preliminary evaluations suggest that mechanical construction needs to have a lower 
tolerance than what was tested for this prototype. 
 
Cyclic stretch is an important modulator of cardiomyocyte electrophysiological and contractile 
characteristics. As such, our proposed design offers the possibility of various mechanical 
stimulation types including a cyclic stretch protocol. Evaluation of the BioR mechanical sub-
system has been done. Cyclic modulation of the length (L) and width (W) of the cell seeding 
template has been studied (see definition in fig. 8A). An example of cyclic variation in the top 
and bottom boundary of the template is shown in panel Bi while cyclic contraction due to the 
Poisson effect is found along the axis orthogonal to the stretch (panel Bii). The measured 
period of the cycle (<Tmeasured>) has been tested over a range of imposed period (T) and the 
results are shown in fig. 8C. As expected, a 1:1 relation with very low variability is found 
highlighting the stability and quality of the approach. 
 
 
Procedural steps in culturing cardiomyocytes with electrical and mechanical 
stimulations 
The BioR is an assembly of several parts making the cleaning procedures and sterile 
conditions more difficult than simple culture in petri dishes. All the individual parts need to be 
cleaned with dishwashing soap or a specialized soap like the Decon 90 (Decon Laboratories 
Limited, England) to remove dust and residue from previous culture activity and to 
decontaminate the components. All parts are then put in 1 % Javel-deionized water for a 
period of 24 h to make sure all the porous material is carefully cleaned (including carbon 
electrodes). The next step is to immerse the parts for washout in deionized water for 24 h with 
water changes every 6 hours (at least 3 times over the 24h period). The settings are then 
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 sterilized using an ethylene oxide sterilisation which is compatible with ABS components of 
the system. The parts can be re-assembled and connected to the motors under a sterile hood. 
Coating (to improve adhesion of the cells) is added on the PDMS membrane. We found that 
either a combined gelatin/fibronectin [272] or fibronectin alone [273] helps the formation of 
an homogeneous monolayer. The assembled system is then put under the hood UV light for 15 
min. The sterilized system can then be put in the incubator until seeding of the cells.  
 
Using neonatal rat cardiomyocytes, we observed that a relatively high density of cells is 
needed to obtain a good syncytium on the PDMS template within 24-48 hours. A density of 
450 000 cells/cm2 usually results in a monolayer with synchronized activity (without neither 
mechanical nor electrical stimulations). A key step follows the seeding where it is highly 
important to wait at least 3 hours before adding cell culture media or move the system. This 




Discussion and conclusion 
We have designed and built a bioreactor prototype that incorporates both mechanical and 
electrical stimulations. The main interest of our approach is the fine control of the 
characteristics of the stimulations as regards to timing and amplitude in a “simple” design 
based on easy to find, affordable components and 3D printable parts. As is, our approach 
opens the way to more complex protocols for electrical and/or mechanical stimulations.  
 
Electrical stimulation can either be applied by localized bipolar stimulation [274] or by field 
stimulation [275]. We opted for the field stimulation approach to favour synchronized 
excitation of cells since localized stimulation (either unipolar or bipolar) directly stimulate a 
limited number of cells surrounding the electrodes and that overall cell activation will be 
dependent on confluence level and electrical coupling between cells. Time-dependent 
electrical stimulation with different pacing periods can be done. This is an important feature 
since progressive frequency increase induces electrophysiological changes consistent with cell 
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 maturation [115]. Of interest is the possibility, in the future, to program irregular timing of 
stimulation which is known to contribute significantly to ventricular excitation–contraction 
coupling by altering the expression and activity of key calcium-handling proteins [276].  
 
One novelty is also our culture membrane with a specialized region for seeding which could 
be modified (using different molds) to satisfy different needs and optimize optical mapping 
studies. Mechanical stimulation is known to modulate the functional characteristics of 
cardiomyocytes and is also believed to be a key factor in acquiring an optimize phenotype of 
derived-cardiomyocytes [115]. Although pulsatile linear stretch in vitro causes marked 
upregulation of proteins that form electrical and mechanical junctions [188] and acute linear 
stretch has been shown to affect action potential duration [165] inducing hypertrophy in 
myocytes [277], the exact effects of the different types of stretch on intracellular pathways and 
cellular phenotype is still in investigation. More complicated stretching patterns have even 
been proposed to mimic tissue contraction in vivo [278]. Many approaches exist to apply a 
mechanical stimulation to a cell: axial stretch using carbon fibers [279], unidirectional stretch 
using an elastic substrate [277], and biaxial stretch of elastic substrate [280, 281]. However, 
biaxial stretch is the most physiologically relevant deformation while uniaxial stretch, as 
implemented in our prototype, with his Poisson contraction can be limited.  
 
The specific time when electrical and mechanical stimulations are initiated is important as 
highlighted above. As shown by Wang and collaborators, it is important to synchronize the 
electrical and mechanical stimulation so they have a synergic effect and more powerful impact 
[24]. It has also been demonstrated that mechanical stimulation results in long-term 
modifications within the cell while electrical stimulation effects that will stop when you 
remove the electrical pulses [282]. The attachment state of the cell is crucial to the approach 
because it’s the strain applied to the elastic membrane that is transferred to the cells. A pre-
culture time of 3 to 5 days after seeding the neonatal rat cardiomyocytes is optimal before 
beginning electrical stimulation. The medium should be changed every day to reduce the 
potential negative effects of accumulated charge and wastes in the culture [140] although 
continuous medium change would certainly help control accumulating factors including 
autocrine modulators.  
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 Our future aim will be to use this system with induced pluripotent stem cells to help 
differentiation and conservation of the cardiac phenotype which would need precise electrical 
and mechanical stimulations. Such a system could serve to study and optimize tissue 
engineered cardiac patches including better contractility, controlled spontaneous rate of 
activity (as in the biopacemaker concept [283, 284]), modulated responses to cholinergic 
(modulation of spontaneous activity) and adrenergic stimulation (modulation of spontaneous 
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 Novel videomicroscopy analysis method: analysing the 
mechanical beating behaviour of cardiac cells 
 
J’ai participé à l’élaboration du plan d’étude, le développement de la méthodologie, la 
réalisation des expériences de culture cellulaire, la capture des données expérimentales, 
l’analyse et le traitement des résultats et à la rédaction de l’article. 
 
La participation des co-auteurs :  
James Elber Duverger : Doctorant ayant participé au design expérimental de l’étude, à 
l’analyse des résultats et à la révision de l’article. 
Philippe Comtois : Directeur de recherche ayant supervisé le projet et qui m’a grandement 
guidé à travers les différentes étapes du projet. En autre, par sa participation au niveau de la 
conception de l’étude, de la conception des outils et algorithmes d’analyse (codes Matlab) 
pour l’analyse des résultats et de sa critique des travaux et finalement pour sa participation à la 
rédaction de l’article.  
  
137 
 Novel videomicroscopy analysis method: analysing the 
mechanical beating behaviour of cardiac cells 
Jonathan Béland1,2, James Elber Duverger1,3, Philippe Comtois1,2,3(*) 
 
 
1 Research Centre , Montreal Heart Institute , Montreal, Canada 
2 Department of Molecular and Integrative Physiology, Université de Montréal, Montreal, 
Canada 





Corresponding author:    
Philippe Comtois, PhD 








There is no potential conflict of interest to disclose. 
 
 
This work was supported by the Montreal Heart Institute Foundation, the Natural Sciences and 
Engineering Research Council of Canada and by the Réseau ThéCell du Fonds de recherche 
du Québec –Santé (FRQS). 
138 
 Résumé 
La culture cellulaire de tissu cardiaque de remplacement est de plus en plus intéressante pour 
la médecine régénérative (génie tissulaire) et est largement utilisée pour plusieurs études de 
cardiotoxicité. Elle constitue une approche rentable pour les compagnies pharmaceutiques qui 
souhaitent se défaire rapidement de nouveaux composés avec un risque de toxicité élevé, 
l'évaluation de la cardiotoxicité est d'abord effectuée in vitro nécessitant des cellules/tissus 
avec des caractéristiques physiologiques/pathologiques (proche des propriétés in vivo). L'étude 
des propriétés électrophysiologiques et contractiles de plusieurs types cellulaires est nécessaire 
pour évaluer les effets cardiotoxiques des médicaments et les techniques favorisant 
l'automatisation de ces processus pourrait aider à simplifier le dépistage de nouveaux 
candidats. Beaucoup d'efforts ont été mis pour améliorer les modèles in vitro, y compris la 
création de plusieurs systèmes in vitro de culture de cardiomyocytes de rats néonataux. Une 
des premières données souvent observée est le comportement contractile des cardiomyocytes. 
Nous avons observé que les données de vidéomicroscopie peuvent être filtrées en augmentant 
le délai (τ) entre deux images analysées (ΔS). Deux nouvelles variables (∆R-C: temps entre le 
pic de relaxation et celui de contraction et RatioC/R : ratio entre l’amplitude du pic de 
contraction et celui de relaxation) qui sont liées à la dynamique de la contraction et qui 
dépendent du rythme d'activité sont proposées. En utilisant un modèle ionique de 
cardiomyocytes néonataux découplés, nous avons montré qu'une faible [Ca2+] conduisait à une 
diminution de ΔR-C et une augmentation RatioC/R. La stimulation avec un agoniste β-
adrénergique comme l'isoprotérénol induit une diminution du RatioC/R par rapport au groupe 
témoin. Nos résultats expérimentaux montrent une augmentation de ΔR-C et RatioC/R lorsque la 
fréquence de contraction est plus lente. Dans cette étude, nous présentons de nouvelles 
approches utilisant les données obtenues par vidéomicroscopie de l'activité de monocouches 
de cardiomyocytes pour étudier les propriétés contractiles des cellules en culture. Deux 
nouvelles variables sont proposées qui sont liées à la dynamique de la contraction et dépendent 
de la fréquence des contractions. Des méthodes d'évaluation du synchronisme local dans le 
champ de vision de l'image ont été développées et peuvent rapidement déterminer les régions 




Engineered cardiac tissue is becoming increasingly interesting for regenerative medicine (cell 
therapy and tissue engineering) and is widely used for high throughput cardiotoxicity. As a 
cost-effective approach to rapidly discard new compounds with high toxicity risks, 
cardiotoxicity evaluation is firstly done in vitro requiring cells/tissue with 
physiological/pathological characteristics (close to in vivo properties). Studying multicellular 
electrophysiological and contractile properties is needed to assess drug effects and techniques 
favouring process automation which could help in simplifying screening drug candidates. A 
lot of efforts have been made to ameliorate in vitro models including several in vitro platforms 
for engineering neonatal rat cardiac tissues. However, most of the initial evaluation is done by 
studying the beating frequency. In this study, we present new approaches that use the 
videomicroscopy data of monolayer activity to study contractile properties of beating cells in 
culture. We observed that videomicroscopy data can be filtered by increasing the delay (τ) 
between two analyzed images (ΔS). Two new variables (∆R-C: the time between the 
contraction and relaxation peaks and RatioC/R : amplitude ratio between the contraction and 
relaxation peaks) are proposed which are linked to the contraction dynamics and are 
dependent on the rhythm of activity. Using an uncoupled neonatal cardiomyocyte ionic model, 
we’ve shown that a lower [Ca2+] leads to a decreased ΔR-C and an increased RatioC/R. 
Stimulation with β-adrenergic agonist like isoproterenol results in a decreased RatioC/R 
compared to control group.  Our experimental data show an increased ΔR-C and RatioC/R when 
the contraction frequency is slower. Methods for evaluation of regional synchronicity within 
the image field of view are also presented; it can rapidly determine regions with abnormal 




Engineered cardiac tissue is becoming increasingly interesting for regenerative medicine 
(conditioning of pre-injected stem cell‒derived cardiomyocytes [109, 110] and tissue 
engineering [111-115]) and widely used for high throughput cardiotoxicity evaluation [116, 
117]. Cardiotoxicity is a leading cause of market withdrawal for drugs [285, 286] because of 
its inducing cardiac dysfunction effect. Many drugs demonstrate cardiotoxicity due to chronic 
exposure to anthracyclines such as doxorubicin [287]  which are cytotoxic cancer drugs [288, 
289]. Chronic cardiotoxicity is usually evaluated in animal models including adult rodents 
[290, 291] or dogs [292], over periods of months of exposition. As a cost reduction approach 
to rapidly discard new compounds with high toxicity, cardiotoxicity evaluation is done in vitro 
with neonatal rat ventricular myocyte cultures and ultimately with human stem cell-derived 
cardiomyocyte. In vitro, contractions can be sustained for a small period of days when 
cardiomyocytes are grown on hard surfaces (glass or polystyrene) but myofibrils integrity 
rapidly deteriorate if the environment requirements aren’t fully optimized, consequently 
contractions are eventually lost [130]. As such, studies typically do not extend beyond ten 
days [293, 294], limiting their relevance as models for chronic exposure. It has been suggested 
that biologically softer material could favor more rhythmic activity [109] although it may be 
material dependent [272]. Traditional in vitro systems also do not replicate the native tissue 
architecture or extracellular microenvironment of the heart, both of which are known to 
regulate myocyte phenotype [295, 296].  Furthermore, studies with animals and animal-
derived cells are not always relevant to humans due to species-dependent differences [297], 
indicating a need to develop in vitro systems that are compatible with human-derived cardiac 
myocytes [260]. A lot of effort has been made to ameliorate in vitro models including several 
in vitro platforms for engineering neonatal rat cardiac tissues with simultaneous quantification 
of contractile function in response to variables such as tissue architecture [295, 298], 
mechanical stretch [299], electrical stimulation [300] or gelatin hydrogels developed as 
muscular thin film substrates [301]. 
 
Studying multicellular electrophysiological and contractile properties and techniques that can 
favor the automaticity of the process is needed to assess drug effects; helping in simplifying 
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 the screening process. Techniques for imaging contractile activity has been developed for 
decades including approaches to measure spontaneous rhythms in culture [302] to study the 
frequency and stability of the contractile activity [272].  Less costly and more easily 
distributed imaging chip-scale lensless wide-field-of-view microscopy imaging techniques 
have been proposed which can render microscopy images of growing or confluent cell cultures 
[303]. Long-term culture of engineered animal and human cardiac tissues coupled to less 
invasive data recording on activity and contractility to better predict adverse or functional 
effects of drugs on the heart is highly desirable. 
 
The aim of this project is to find a way to automate the detection of abnormalities during the 
development and optimization of the engineered patches. We think that by using an automated 
process, we can detect and react faster if the conditions are changing in the cultured cells. This 
way we make that the graft tissue in production is well monitored and developed according to 
the required specifications. In this study, we present new approaches that use the 
videomicroscopy video to study contractile properties of beating cells in culture. Two new 
variables are proposed which are linked to the contraction dynamics and are dependent on the 
frequency. Methods for evaluation of regional synchronicity within the imagined field of view 
are also presented that can swiftly determine regions with abnormal activity or heterogeneity 




Cardiomyocyte isolation procedure 
All animal-handling procedures were concordant with the Canadian Council on Animal Care 
guidelines and were approved by the institutional Animal Research Ethics Committee. 
Isolation was performed according to the protocol of the neonatal cardiomyocyte isolation kit 
from Worthington. In summary, one to three days old rats (Sprague-Dawley, Charles River) 
were sacrificed by decapitation. Beating hearts were removed from the rats and immediately 
put in cold Ca2+ and Mg2+-free Hank’s Balanced Salt Solution. Ventricular muscle was 
selected by excision and tissue was minced on ice into 1-3 mm3 pieces. The mixture was 
subjected to purified enzymatic digestion (trypsin and collagenase). Isolated cells (enriched 
cardiomyocytes) were counted and seeded at a density of 106 cells/mL in the seeding area of 
the membrane pre-coated with 0.2 % porcine-derived gelatin (G1890, Sigma) and 0.00125 % 
fibronectin solution (F1141, Sigma). Cells were grown for 24 hours in DMEM (319-050-CL, 
Wisent) with 5 % fetal bovine serum (FBS, SH30396.03, Fisher Scientic Co. Ltd) and 1 % 
penicillin/streptomycin (450-201-EL, Wisent). Cardiomyocytes were then FBS starved with 1 




Acute effects of the β-adrenergic agonist, isoproterenol (ISO, I6504, Sigma-Aldrich) was 




Phase contrast videos of neonatal cardiomyocytes were acquired after 48 hours post seeding in 
vitro with a Dalsa HM640 camera (Ny = 640 × Nx = 480 pixels) at rates of 30, 50, or 100 fps 
coupled to an inverted Nikon optical microscope (10X magnification). The field of view 




 Mathematical models of rat neonatal cardiomyocyte electrophysiology and contraction 
A neonatal rat ventricular myocyte (NVRM) mathematical ionic model [304] has been 
modified. The original spatial discretization implemented to study the effect of hypertrophy on 
calcium handling has been replaced by the common-pool calcium handling of the mouse 
neonatal cardiomyocyte model [305]. 
 
The pacemaker current (If) activation and time constant dynamics have been fitted based on 
published data [306]. Detailed changes can be found in table S1. The maximum conductance 
of If has also been changed from 0.021 mS/μF to 0.06 mS/μF [306]. The potassium transient 
outward current (Ito) activation and inactivation have been modified to fit the data published 
by Wickenden et al [307]. The modified rat neonatal ventricular cardiomyocyte ionic model 
has been coupled to the Rice et al [308] cardiac myofilament model for contraction 
simulation.  
 
The complete model was numerically integrated in Matlab (R2008, MathWorks Inc., Natick, 




All statistical analyses have been done in R (version 3.1.3). Linear regression was used to test 
for variable dependency on period of activity. The analysis of covariance (ANCOVA) was 
used to compare group and covariate effects. Means were compared with Students t-test. 
 
 
Analysis approach and results 
Studying the global contraction characteristics 
The proposed initial approach is using the raw video signal and calculating for each pixel the 
difference between frames separated by a delay corresponding to a defined frame interval.  
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 Let M(t) be the global camera frame recorded at time t. The composite signal S∆   is 
calculated using the following equation: 
 ( ) ( ) ( ), ,
1 1








∆ = ∑∑ ,  (1.1) 
where τ is a discrete delay (or interval between frames), Ny and Nx are respectively the number 
of horizontal and vertical pixels. An example of the composite signal ∆S is shown in fig. 1 for 
different delay (τ  = 1,4, and 8).  The shortest delay τ = 1 corresponding to a frame by frame 
difference shows the highest noise level  (panel A) while increasing τ to 8 decreased the 




Link between videomicroscopy signal and cellular contraction 
In silico data and analysis reveal that the composite signal S∆  calculated from eq.  (1.1)  can 
be interpreted as follow. The absolute derivative of the time-dependent cell length calculated 
from simulated sarcomere length (SL) obtained from the simulation is given by 




=   (1.2) 
where SL is the sarcomere length obtained by simulating the Rice et al model [308]. The 
change in SL calculated with the contraction model only is presented in fig. 2A. The time 
derivative of this contraction signal is depicted in panel B which shows the initial fast 
contraction (negative derivative) followed by the slower positive relaxation signal. As shown 
in fig. 2C, there is a clear similarity between the rectified derivative given by eq. (1.2) and the 
videomicroscopy signal obtained with eq. (1.1) as shown in fig. 1A and 3A (highlighted in the 
inset of panel A).  
 
Two specific measures are proposed that are presented in fig. 2D which corresponds to the 
amplitude ratio between the contraction and relaxation peaks (RatioC/R) and the time between 
the contraction and relaxation peaks (∆R-C). The effects of the calcium transient amplitude on 
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 contraction signal and specific measures is shown in fig. 2D which highlights the sensitivity of 
the measures on calcium transient changes. Two different calcium concentration amplitudes 
were simulated corresponding to 1.0 and 1.45 µmol/l resulting to respectively the lowest and 
highest signal. A decrease in maximum [Ca2+] from 1.45 to 1.0 µmol/l yielded an increase of 
7% in RatioC/R but a decrease of 54% in ∆R-C. 
 
Automatic discrimination between contraction and relaxation peaks is important in the 
perspective of user-friendliness and for the approach to have a clear potential in a high 
throughput screening/testing system.  Three conditions are being used to detect and validate 
classification of the peaks: 1- there is alternance between contraction and relaxation peaks, 2- 
clusters are usually separated in the variable space given by the time difference between peaks 
(∆tmarkers) and amplitude of the peaks (∆Speaks) as depicted in fig 3B, 3- sharpest peaks are 
found for contraction and widest peaks for relaxation resulting in greater amplitude loss 
around the maximum ∆S peak amplitude. The last condition can be easily evaluated by taking 
the amplitude for 1 sample and 2 samples around the maximum amplitude of the peak divided 
by the peak amplitude (Ratiodrop). The obtained data are presented in panel C where a lower 
average Ratiodrop is found for the contraction peaks (left circles; 0.77±0.03 n.u. and 0.40±0.06 
n.u.) compared to the relaxation peaks (right dots; 0.92±0.02 n.u. and 0.78±0.04 n.u.). 
 
 
Changes in contraction measures as a function of spontaneous activity period 
An example of an analyzed acquisition is presented in fig. 4. The signal ∆S is shown in panel 
A with detected peaks (red circles) and resulting classification highlighted for contraction (red 
dotted lines) and relaxation peaks (red dashed lines). The resulting series of activity shows a 
constant period T (panel B: 0.64±0.01 s) and almost no variation in ∆R-C (panel C: 0.22±0.01 
s). However, RatioC/R shows greater variability between samples (panel C: 1.89±0.06 n.u.) 
mainly due to variations in the maximum amplitude of the contraction peaks as seen on the 
signal in panel A. 
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 A set of samples (n = 29) has been analyzed. For each video of 30 s duration, the average 
values <T>, <∆R-C >, and <RatioC/R> were calculated as the average of the temporal values 
obtained from the signal analysis of individual acquisitions. A clear monotone increase in <∆R-
C> with increasing <T> is depicted in fig. 5A with ~40% change between the minimum and 
maximum values. The linear regression (p<0.001) has a slope of 0.072 s/s (represented as a 
red line) and intercept of 0.166 s. As expected, the variability is greater for <RatioC/R> but a 
trend towards an increasing ratio as <T> augments is revealed. However, the variation with the 
period is less with ~23% changes between the minimum and maximum values in the dataset 
(see fig. 5B). The fitted regression line (p<0.005, red line on the panel) has a slope of 0.276 s-1 
and an intercept of 1.93. 
 
 
Comparison with simulation data 
Steady-state simulations of the combined neonatal rat cardiomyocyte ionic model coupled to 
the contraction model (fig. 6) have been done for comparison purposes with the experimental 
data from fig. 5. Similar to the experimental data, <∆R-C> augments with <T> increasing (fig. 
6A). However, the range of variation is slightly lower than in the experiments. The <RatioC/R> 
has an inverse behaviour compared to experimental data shown in fig. 5B with decreasing 
ratio for increasing <T> and over a wider range (fig. 6B).  The causes of this difference remain 
to be elucidated but we think that a decreasing <RatioC/R> indicts that the relaxation is more 
efficient and the contraction-relaxation tends to a nearer 1:1 ratio while the contractile 
frequency slows down. Consequently, factors that will impact the flexibility of the cell, like 
stiffness of the substrate, will also affect its ability to get to a fully relaxed state while a 
mathematical model wouldn’t have this limitation. 
 
 
Influence of β–adrenergic stimulation on <∆R-C> and <RatioC/R>  
The variation in the contraction measures that can be evaluated by our videomicroscopy 
approach has been tested with isoproterenol (ISO), a β–adrenergic agonist. Results are 
presented in fig. 7. As expected, the period of activity is significantly decreased by ISO 
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 compared to CTL (0.9±0.6 s vs. 1.9±2.4 s in CTL, p<0.05). Similar variation of <∆R-C> is 
revealed between the CTL and ISO groups as a function of <T> although <T> is in average 
smaller with ISO as expected (panel A). Interestingly the <RatioC/R> showed statistically 
significant <T> and group effects with p<0.001. The slope of the linear regression being larger 
for the ISO group compared to CTL (0.146 for CTL vs. 0.490 for ISO). 
 
 
From global to regional analysis 
All the previous analyses presented in this study are based on a global composite signal 
calculated using the entire FOV. The same approach can be used for sub-regions of the FOV 
by calculating a composite signal for each section. We present here two additional approaches 
aiming to study spatial-temporal differences in videomicroscopy signals.  
 
 
Finding areas with non-correlating activity 
The first approach is based on determining how local signals correlate with the global 
composite signal. The local composite signals are calculated over sub-regions of Nsub,x and 
Nsub,y pixels from the total FOV with eq. (1.3)  (similar to eq. (1.1)) .  
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where Nsub,y=Nsub,x=10, M(t) is the movie frame at time t,  u and v are the local coordinate 
within a sub-region of the FOV and x’ and y’ are the new position within the segmented FOV 
(such that x’=1, y’=1 is the first pixel of the new video calculated from on the individual 
signals of the pixels y=1 to 10 and x=1 to 10 from the original video). 
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where Nt is the number of frames of the original video. An example of the spatial distribution 
of log(Ex’,y’) is displayed in fig. 8A and the corresponding graphic curve can be found in panel 
B. High energy regions of the FOV are selected using a thresholding approach.  
 
The correlation coefficient (CC) and lag between the global signal ∆S(t) and local composite 
signals ∆Sx’,y’(t) are calculated. An example of the resulting map of coefficients and lag are 
respectively depicted in fig. 8C and D after keeping pixels with log(E)>6. Signals are less 
important when E is small because it indicates that there is not much movement in this area. 
This can be explained by a cell density slightly under 100 % and the presence of fibroblast 
(which doesn’t contract) in our cell cultures. In this example, most of the relevant section of 
the FOV have a correlation coefficient greater than 0.8 and a lag of 0 sec which indicates that 
the local activity is highly similar between these regions and the global activity. However, 
some regions show lower correlation including regions with a correlation value of less than 
0.4 (regions labelled sub 1 and 2 in panel C). Interestingly, these regions have also non-zero 
lags. Using a thresholding approach on the correlation coefficient map, two corresponding 
clusters of low correlation with high energy can be detected and the average signal from these 
clusters are shown in panel E. The signals in both sub 1 and 2 regions (red line) have strong 
peaks usually not occurring simultaneously with the global composite signal (blue dotted line). 




Digging deeper in acquisitions with complex global signal 
Conditions that alter the development and function of cultured monolayers can affect their 
spatio-temporal activity. Confluent monolayers usually show consistent and relatively 
stationary signals with common contraction/relaxation peaks as shown in fig. 3A. However, 
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 more complex global composite signals can be found such as multiple peak complexes as seen 
in fig. 9A.  
 
In order to investigate the causes of these complex patterns, a thresholding on the energy was 
done as previously illustrated (map of log(E) is shown in panel Bi after thresholding with 
log(E)>4). Calculation of the correlation coefficient with the global composite signals does not 
highlight important regions with low correlation coefficient (panel Bii). However, calculating 
the correlation coefficient and lag between cluster signals (from the average ∆Sx’,y’(t) of each 
cluster) results in the matrix plot shown in panel C (correlation coefficient) and D (lag). Both 
panels highlight a clear difference in correlation and lag between cluster 5 and the others 
(labelling of the clusters can be found on the map showing the correlation coefficient between 
cluster 5 and others in panel Biii).  
 
The causes of the correlation differences can be investigated by further studying the 
differences in the cluster ∆Sx’,y’(t) signals represented by a grayscale in panel E. A closer look 
at the maps shows that synchronisation between cluster 5 and the others varies over time with 
almost simultaneous activity within the orange dashed rectangle (which has a corresponding 
normal double peak feature in the global signal shown by the blue line). However, the 
complex multi-peaks section encompassed within the red dashed rectangle corresponds to an 
earlier contraction in cluster 5 (with delays between cluster 4 and 5 of 100 ms and 160 ms for 
the 2nd and 3rd beats in the rectangle). The non-stationary aspect of the global signal can thus 
be understood by a change in timing of cluster 5 activity in respect to other clusters where the 
abnormal added peaks are found when a long delay between cluster contractions occurs. 
Depending on signal quality, the contraction/relaxation analysis approach presented in the first 







 Discussion and conclusion 
In this study, we proposed novel approaches to study beating dynamics in cell culture. To our 
knowledge, the main contractility analysis method described herein is the first to our 
knowledge to study the contractility characteristics based on monolayer videomicroscopy data. 
Indeed, previous methods focussed mainly on period/frequency of activity [302, 309]. Based 
on a simple composite signal calculated as the variation in pixel intensity, two main variables 
can be determined: the time difference (∆R-C) and the ratio between the contraction and 
relaxation peaks <RatioC/R>.  These new variables could be more reliable to determine toxic 
effects on cardiomyocytes more importantly regarding heart failure risk since it is known that 
doxorubicin, by example, will have a direct or indirect impact on calcium homeostasis which 
is related to contraction-relaxation. Doxorubicin alters the expression and activity of calcium 
regulatory proteins like SERCA2a [310]. Both variables were found to be dependent on the 
period of activity (as shown in fig. 6). Comparison with simulation results show similarities 
between simulation and experimental data for the time intervals between peaks (<∆R-C>). 
Surprisingly, while experimental data show an increasing ratio of amplitude with increasing 
periods of activity, simulation results had a decreasing ratio with increasing periods. The 
mathematical modeling assumed an isotonic contraction [308] while a confluent monolayer 
should probably be a mixed condition between isometric (on a stiff cell culture substrate) and 
isotonic on the free top side of the cells.  The exact link between the contraction waveform and 
the actual change in contraction measures obtained from the composite signal requires further 
investigation. 
 
The proposed approaches are interesting with limited impact on the beating cells as proposed 
previously [309, 311] except for the illumination duration. Light impact on cellular process 
can be decreased by limiting exposure and careful selection of wavelength bands to favor 
contrast but it is believed to be minimal [302]. Although extension to lens-free CMOS 
imaging remains to be tested, our method can be adjusted to cover various scales of field of 
view. The limited time resolution due to the relatively low fps from a reasonably priced sensor 
could be a limitation. However, even a slow frame rate of 30 fps (as used for the CTL vs ISO 
experiments) showed a significant difference in the proposed contraction measures. Recent 
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 development in imaging technology and communication hardware with off-the-shelf USB 3.0 
cameras open the way to greater than 50 fps simple sensor. Even the Raspberry Pi camera 
module can now allow up to 90 fps with VGA resolution (640×480 pixels) opening the way to 
simple low cost high throughput parallel screening. 
 
The proposed alternative methods described here that aim to study heterogeneity in 
contraction signals are interesting as they can estimate cell culture characteristics impossible 
to study directly with classical methods [302, 309]. Here, detection of localized abnormal 
activity (compared to the global activity) could also be a measure of cell deterioration. 
Moreover, the change in synchronisation between regions, an important variable that can be 
linked to intercellular coupling and be a factor favouring arrhythmia, can be evaluated. As 
such, actual application of these approaches and evaluation of their relevance as appropriate 
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Activation yinf = 1/(1+exp((V+a)/b)) 
a = 78.65 
b = 6.33 
a = 79.8 
b = 8.666 
Time 
constant 
tauy = 1/a1*exp((V+b1)/c1) 
                      +a2*exp((V+b2)/c2)) 
a1 = 0.11885 
 b1 = 75 
c1 =  28.37 
a2 =  0.56236 
b2 =  75 
c2 = -14.19 
a1 = 0.6155 
 b1 = 99.55 
c1 =  28.36 
a2 =  0.03397 
b2 =  32.55 






Activation rinf = 1/(1+exp((V-a)/b)) 
a = 3.557 
b = -14.613 
a = 13.13 
b = 13.88 
Inactivation sinf = 1/(1+exp((V+a)/b)) 
a = 31.972 
b = 4.643 
a = 33.25 
b = 5.936 
Slow 
inactivation 
sslowinf = 1/(1+exp((V+a)/b)) 
a = 31.972 
b = 4.643 
a = 43.84 














L’objectif global de mon projet de recherche était d’étudier l’impact fonctionnel des différents 
stimuli de l’environnement cardiaque afin de définir des conditions optimisées pour la 
fabrication de tissu de remplacement par génie tissulaire. J’ai donc présenté les étapes de la 
création et du développement d’un bioréacteur permettant la culture optimisée de cellules 
cardiaques par l’utilisation d’un substrat de culture d’une rigidité similaire aux conditions 
retrouvées in vivo, de l’insertion de diverses stimulations (électrique et mécanique) et 
finalement par l’élaboration d’algorithmes afin de suivre l’évolution et de déceler de 




6.1. Choix du substrat : importance d’opter pour un composé biomimétique 
Pour débuter, nous avons mentionné l’importance de bien choisir le support de culture à 
utiliser et l’impact que ce choix a sur la physiologie de cellules de rats néonatales en culture. 
En effet, les résultats de l’étude d’Engler et collaborateurs ont révélé, comme les résultats de 
notre étude l’ont fait, qu’il existerait un intervalle de rigidité qui favoriserait la dégradation des 
sarcomères et des costamères qui sont toutes deux cruciales à la structure du cardiomyocytes 
[130]. Nous avons obtenu une augmentation de l’instabilité temporelle et spatiale lorsque les 
cellules étaient cultivées sur un support plus mou. Il a été démontré que l’akinase 1 activée par 
p21 (PAK1) est impliquée dans la détection de l’orientation par rapport à la rigidité du substrat 
cellulaire et modifie le degré d’extension des cellules [312]. De plus, PAK1 est requis pour 
maintenir l’homéostasie calcique et la stabilité électrophysiologique [313]. Cela suggère donc 
que PAK1 aurait un rôle à jouer et pourrait expliquer nos résultats sur l'instabilité 
spatiotemporelle mesurée sur des supports de différente rigidité".  
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 Nous avons également observé une augmentation de l’incidence des activités de type réentrées 
pour les cardiomyocytes de rats néonataux en culture sur un support en verre (très rigide) par 
rapport aux cardiomyocytes en culture sur support de PDMS (rigidité faible). Cette 
augmentation des cas de réentrées peut possiblement s’expliquer par le fait que comme le 
support est rigide, ce sont les protéines d’adhésion voir la membrane cellulaire qui vont se 
déformer. L’étirement des protéines d’adhésion mène à l’exposition de certains sites qui 
déclenchent des cascades d’activité et qui, par combinaison d’un ensemble de facteurs réunis, 
pourrait augmenter la sensibilité de la cellule à être activée précocement et ainsi expliquer la 
plus grande incidence de réentrées sur le support très rigide. De plus, il est important de 
mentionner qu’en déformant la membrane, nous exerçons un effet sur les canaux sensibles à 
l’étirement et que lorsque ces derniers sont activés, il est connu qu’ils peuvent induire de 
l’activité électrique et donc devenir une source potentielle d’activation précoce causant les 
réentrées observés. De plus, lorsque les conditions du microenvironnement changent, cela 
induit une perturbation des dynamiques calciques pouvant conduire à des arythmies tel que 
démontré par Nemec et collaborateurs qui ont associé le relargage anormal du Ca2+ du 
réticulum sarcoplasmique et l'arythmie [314].  
 
Nous avons également observé, lors d’expériences de vidéomicroscopie mesurant l’activité 
autonome contractile des cardiomyocytes en culture, un nombre de pauses plus élevé pour le 
support constitué de PDMS 1:20. La différence est même significative avec le support en 
PDMS 1:40. Notre compréhension de ce résultat serait que lorsque les conditions de culture se 
rapprochent de l’environnement biomécanique physiologique in vivo, cela stabilise leur 
activité autonome contractile et donc conséquemment, diminue le nombre de pauses 
observées. Ceci est également supporté dans une étude de Jacot et collaborateurs qui montre 
que les transitoires calciques, les réserves de calcium du réticulum sarcoplasmique et 
l’expression de l’ATPase2a dans le réticulum sarcoplasmique et endoplasmique étaient plus 
importantes lorsque les cardiomyocytes de rats néonataux étaient mis en culture sur un 
substrat de rigidité se rapprochant des conditions physiologiques (environ 10 kPa) [161]. 
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 De plus, cette instabilité temporelle et spatiale corrélait avec une diminution quoique non-
significative de l’expression de Cx-43. Cela resterait à confirmer, mais en ayant moins de 
jonctions communicantes entre les cellules, il s’ensuit une moins bonne connectivité du tissu 
et nous voyons ainsi apparaître une plus grande instabilité dans l’activité autonome. Ceci est 
supporté par une étude de Fromaget et collaborateurs qui montrent que la Cx-43 est importante 
dans le propagation du signal entre les cellules [315]. Nous avons également observé une 
augmentation de l’expression de l’ARNm de HCN2. Une augmentation de HCN2 peut 
exprimer une plus grande différentiation en cellules de type « pacemakers » tel que supporté 
par plusieurs équipes de chercheurs [316, 317]. Les cellules « pacemakers » possèdent la 
propriété de s’activer et de contracter de manière spontanée. Et donc, il est également possible 
que s’il y a plusieurs cellules « pacemakers » qu’une compétition pour le « pacemaker » le 
plus rapide s’installe; ce qui engendre une instabilité dans l’activité autonome observée. Ceci 
allant encore une fois avec les résultats que nous avons obtenus dans le premier article 
présenté. Nous avons également montré une augmentation significative du nombre de site 
d’activation par cartographie optique en fluorescence qui est probablement une conséquence 
du changement des cardiomyocytes en culture en un phénotype plus « pacemakers ». Dans un 
avenir plus lointain, nous pouvons donc penser qu’il sera possible d’optimiser les 
cardiomyocytes selon les besoins du patient. Ainsi, cette méthode de production de tissu de 
remplacement pourra s’insérer dans les programmes de médecine personnalisée, car nous 
pensons qu’il sera possible d’adapter le feuillet cellulaire simplement en modifiant les 
conditions de l’environnement de production du tissu de remplacement. Par exemple, en 
insérant le gène HCN2 à l’intérieur des cellules souches utilisées, il serait possible de favoriser 
le phénotype « pacemaker » et donc de créer un tissu de remplacement avec une activité 
contractile spontanée optimisée. D’ailleurs, cette approche a été effectuée dans des cellules de 
branche gauche des faisceaux de His de chien et de l’activité spontanée a été conséquemment 
mesurée suite à cette transformation [317]. 
 
Lorsque nous analysons les résultats de fréquence autonome observée sur les différents 
supports de culture, nous constatons que la fréquence de contraction spontanée tend à 
diminuer plus le substrat est mou. Cela pourrait entre autre expliquer qu’un cœur qui a subi 
165 
 plusieurs lésions et dont la structure se rigidifie pourrait tendre vers un état de perte de 
performance (efficacité de la contraction et diminution de la fraction d’éjection) menant à 
l’insuffisance cardiaque. Bien entendu, souvent cette perte de fonction contractile est plutôt 
attribuée à la perte de cardiomyocytes fonctionnels. Cependant, notre étude tend à montrer 
qu’il y aurait également un impact de la rigidité structurelle du cœur sur sa fonction. Comme 
le suggère Tallawi et collaborateurs [128], l’utilisation d’un substrat de rigidité modérée 
(similaire aux conditions in vivo) est souhaitable pour conserver une bonne intégrité 
structurelle des cardiomyocytes. Les cardiomyocytes qui sont sur un substrat trop mou 
n’exercent pas un travail suffisant alors que ceux sur une surface trop rigide n’arrivent pas à se 
contracter (travail trop difficile), ainsi, dans les deux situations, l’organisation des sarcomères 
sera affectée dû à un environnement non favorable à la conservation et au développement des 
caractéristiques contractiles. De plus, nos résultats sont en accord avec une étude réalisée par 
Myers et Jacot en 2012 qui a montré que le voltage nécessaire pour obtenir le courant calcique 
maximum ainsi que le temps d’inactivation diminuait plus la rigidité du substrat augmentait 
[318]. Effectivement, dans les deux cas ci-dessus, cela mène à une augmentation de l’influx de 
calcium sur surface plus rigide et donc une augmentation conséquente de la fréquence de 
contraction.  
 
Au niveau de la thérapie cellulaire, la rigidité a son importance également. En effet, des 
cellules injectées dans un tissu fibrotique (rigidité plus importante) pourraient se différencier 
dans un phénotype cellulaire moins intéressant pour améliorer la contractilité du cœur; ceci est 
supporté par une étude de Young et collaborateurs en 2014 [319] dont les résultats montrent 
que la maturation des cardiomyocytes dépend de la rigidité. Dans le même ordre d’idée, Li et 
collaborateurs a également montré le très faible taux de différentiation des MSC injectés dans 
une portion infarcie du myocarde à cause de la rigidité du tissu cicatriciel [320].  
 
Bien qu’après nos analyses, au niveau de l’activité contractile spontanée, nous n’ayons pas pu 
conclure de manière significative qu’il y avait présence d’un effet direct de la rigidité, nous 
avons toutefois observé une grande variabilité dans les résultats mesurés entre les expériences. 
166 
 Nous croyons qu’il est possible que le fait d’utiliser des rat néonataux de 1 à 3 jours peut 
grandement contribuer à ce phénomène. Effectivement, à ce stade, plusieurs modifications 
cellulaires se produisent très rapidement et une différence de 24 à 48 heures peut avoir un 
impact énorme sur la physiologie des cellules observées par la suite durant la culture. Il serait 
recommandable d’utiliser rigoureusement des cellules ayant le même âge et d’essayer autant 
que possible que ces dernières soient le plus près possible de la naissance; c’est-à-dire, de 
favoriser l’utilisation des cellules de 1 jour plutôt que de 3 jours. En effet, Ehler et 
collaborateurs ont démontré en 2013 les avantages d'utiliser des cardiomyocytes de rats 
néonataux d'un jour [321]. 
 
L’environnement biomécanique affecte la sensibilité à certains agents pharmacologiques. 
Dans notre étude, nous avons montré une plus grande sensibilité des cellules à la stimulation 
sympathique (ISO) et parasympathique (Ach) lorsque ces cellules sont en culture sur un 
support moins rigide. La protéine « bridging integrator 1 » (BIN1) joue un rôle dans le 
développement du muscle cardiaque en activant des processus apoptotiques indépendant de la 
caspase [322]. D’autre part, Fu et collaborateurs ont montré que lors d'une stimulation des 
récepteurs β-adrénergiques avec l'ISO, la présence de BIN1 améliore l'organisation des tubules 
T et facilite le transport de CaV1.2 [323]. Ils ont également montré que l'expression de la 
protéine BIN1 est réduite en situation d'insuffisance cardiaque, limite la contractilité et cause 
une augmentation de l’incidence des cas d’arythmies [323]. Ainsi, je pense que l’effet de 
l’ISO sur des cardiomyocytes en culture sur une surface d’une rigidité différente pourrait être 
affectée par ce phénomène. Sur une surface très rigide, la stimulation avec l’ISO serait moins 
efficace pour mener à l’organisation de BIN1 dans les tubules T et ceci aurait pour impact 
d’avoir une moins bonne contractilité et de de plus, ceci expliquerait les cas de réentrées plus 
fréquemment observées dans nos échantillons en culture sur une surface plus rigide (verre). 
Cet aspect est intéressant dans une approche de tests d’efficacité pharmacologiques pour des 
patients avec pathologies ciblées. Par exemple, si un médicament en développement est 
destiné à un groupe de patients touchés par de la fibrose et de l’insuffisance cardiaque, donc 
que la structure cardiaque est probablement plus rigide due à leur condition pathologique, ne 
serait-il pas intéressant de tester le ou les composés sur un modèle cellulaire représentant 
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 mieux l’état physiopathologique des patients cibles; cela pourrait se traduire par des 
économies de temps et d’investissement importantes pour les compagnies de développement 
de médicaments.  
 
La stimulation β-adrénergique (avec ISO) montrent une augmentation significative de la 
fréquence de contractions spontanées pour le support PDMS 1:20, alors que les changements 
dans la période ne sont pas significatifs pour les supports en verre et en PDMS 1:40. Nous 
aurions pu croire que ceci pouvait corréler avec une augmentation de l’expression des 
récepteurs β1-adrénergiques sur le support de PDMS 1:20, mais nos résultats ne montrent pas 
de changements significatifs au niveau de l’expression de l’ARNm pour les récepteurs β1-
adrénergiques. Alors il serait possible de penser que ce changement pourrait être dû à un cycle 
de recyclage plus rapide sur le PDMS 1:20 ou à une augmentation de la synthèse des 
récepteurs β1. Il a été démontré qu’une stimulation avec de l’ISO affectait le recyclage et la 
synthèse des récepteurs β1 [324]. Dans la même suite d’idées, une étude de Volovyk et 
collaborateurs a montré qu’un cytosquelette d’actine intact et fonctionnel était requis afin 
d’assurer une internalisation normale des récepteurs β-adrénergiques [325]. Comme nous 
avons observé que la rigidité du support affectait l’organisation structurelle de la cellule, nous 
pouvons fort possiblement penser que l’internalisation serait en cause, ici, dans le résultat 
montrant une augmentation de la sensibilité à l’ISO sur support PDMS 1:20.  
 
L’utilisation de substrats synthétiques pour la création de tissus de remplacement est encore 
aujourd’hui confrontée à certaines problématiques comme la réponse inflammatoire 
provoquée par l’introduction d’un matériel étranger dans l’organisme, la difficulté du matériel 
à s’adapter aux changements (ex. : croissance) et le contrôle de son taux de dégradation, 
comme le mentionnent Dunn et collaborateurs [76]. L’utilisation de matrices provenant 
d’organes ayant été décellularisés est une avenue en développement qui présente certains 
avantages intéressants par rapport à l’utilisation de supports synthétiques. Il faudra 
certainement se tourner vers des matériaux de plus en plus mimétiques des conditions 
retrouvées dans la nature comme le présente Dunn et collaborateurs; soit un matériel qui 
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 puisse posséder les propriétés structurelles, mécaniques du tissu in vivo, libérer des composés 
bioactifs, posséder certains site de liaisons spécifiques et se dégrader en fonction de la 
sécrétion de certaines enzymes [76]. 
 
6.2 Système d’optimisation de la culture cellulaire : le bioréacteur! 
Nous avons également élaboré un système de culture (bioréacteur cellulaire, article 2) pour 
contrôler les conditions de culture et automatiser l’ajout de différents stimuli. L'automatisation 
permet une grande reproductibilité de la technologie développée et le contrôle permet de 
favoriser certaines conditions pour optimiser l’expression et la différentiation des cellules en 
un tissu (mince feuillet) du type cellulaire désiré. Ceci est d’autant plus important comme nous 
savons que présentement, l’efficacité estimée de la reprogrammation des cellules en 
cardiomyocytes contractiles est de moins de 1 %, lorsqu’on base nos conclusions sur 
l’observation de contractions spontanées [326]. De plus, ces cardiomyocytes reprogrammés 
quittent rapidement le cycle cellulaire et il est alors difficile de les amplifier à cet état [327]. 
Des études présentement en cours, comme celle de Tallawi et collaborateurs [128], nous 
permettent de penser que nous arriverons prochainement à trouver le bon protocole pour 
garder les cellules souches dans un état pluripotent afin de les amplifier suffisamment avant de 
les différencier. Il est crucial pour cette approche d’en optimiser le processus pour s’assurer 
une efficacité optimale et un potentiel intéressant dans un éventuel but thérapeutique. 
 
Cette thèse a permis de définir les grandes lignes d’un système de culture optimisé pour la 
culture de cellules cardiaques dans le but d’améliorer l’efficacité de la production de tissu de 
remplacement. Suite au premier article sur l’effet des propriétés biomécaniques (rigidité), nous 
pouvons énoncer qu’un support de culture possédant une rigidité le plus près possible de la 
rigidité cellulaire retrouvée in vivo est un atout considérable pour tenter d’établir un modèle 
cellulaire efficace. Nous avons établi que l’utilisation du PDMS permettait un bon rapport du 
point de vue des caractéristiques nécessaires à la culture in vitro. En effet, le PDMS est un 
matériel biocompatible, dont la rigidité peut être modifiée, translucide et résistant. Il est vrai 
que d’autres composés permettent d’obtenir un niveau de rigidité plus faible plus aisément, 
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 comme les gels d’agarose, mais ces derniers sont difficiles à manipuler et très susceptibles aux 
bris, comme mentionné par Yang et collaborateurs [195]. Ils ne constituent donc pas un bon 
choix dans le cadre d’un système qui intègre la stimulation mécanique. C’est ce qui fait du 
PDMS le composé que nous avons choisi comme support de culture pour notre bioréacteur. 
L’autre avantage du PDMS dans l’élaboration de notre système était que ce composé est facile 
d’utilisation et nous permettait de créer par nous-même (à l’aide du moule) nos supports de 
culture avec gabarit pour l’ensemencement.  
 
D’ailleurs l’ensemble des composantes utilisées dans la création du bioréacteur sont 
facilement disponibles ou reproductibles. Une grande proportion des pièces est carrément 
imprimable avec une imprimante 3D! Nous voulions garder cet aspect pour que le système soit 
disponible à tous et qu’il soit facilement modifiable selon les besoins particuliers de 
l’utilisateur. De plus, les systèmes de stimulation électrique et mécanique ont fait l’objet 
d’expériences afin de valider leur efficacité. Les caractéristiques présentées dans cette thèse 
ont un lien avec la culture de cardiomyocytes, mais le principe du bioréacteur peut être 
appliqué à plusieurs autres types cellulaires. La facilité de personnalisation de notre 
bioréacteur selon les besoins requis de l’expérience est un atout majeur en faveur de notre 
système. 
 
Durant les étapes de création du bioréacteur, nous avons fait face à plusieurs embûches et défis 
qui seront énumérés dans les prochains paragraphes. Partant du premier prototype conçu, 
certaines modifications ont dues être réalisées pour améliorer sa fonctionnalité au niveau 
pratique. Le premier défi a été d’assurer la portabilité du système et de faciliter la 






 Taille du système, pièces et assemblage 
Dans sa première version, le système était volumineux, lourd et il était très difficile de 
l’utiliser. Nous avons alors tenté de réduire les composantes pour en optimiser la 
manœuvrabilité. Par exemple, la température était auparavant maintenue à 37 oC par une 
chambre d’eau entourant la zone de culture (deux chambres complètement séparées). L’eau 
était chauffée et circulait dans la chambre extérieure via une pompe. Il était donc très difficile 
de déplacer le système. Nous avons donc retravaillé le design afin qu’il puisse s’insérer dans 
un incubateur de culture. Par le fait même, en diminuant la taille du système et par conséquent 
de la chambre interne de culture également, nous économisons l’utilisation de milieu de 
culture.   
 
La grosseur du système et la complexité des composantes de l’ancienne version le rendait 
également difficilement stérilisable. En effet, il était impossible de l’envoyer à l’autoclave ou 
de le passer aux rayons UVs. L’ensemble des composantes ne pouvait résister à la chaleur de 
l’autoclave et était gros et lourd, donc il y avait un danger élevé de bris dans le transport du 
système vers l’autoclave. De plus, la complexité des composantes qui étaient placées les unes 
par rapport aux autres rendait les rayons UVs encore ici inefficace pour aseptiser le 
bioréacteur convenablement.  
 
En diminuant la taille et en s’assurant que chaque composante reste mobile, nous avons pu 
remédier à cette difficulté. Chaque composante du bioréacteur pouvant se séparer du système 
central. Cela est doublement avantageux, car il est simple à stériliser et permet une flexibilité 
d’utilisation. Par exemple, utiliser les mêmes systèmes pour nos différentes conditions 
(contrôle, stimulation électrique seulement, stimulation mécanique seulement et pour la 
stimulation électrique et mécanique combinée). Ceci s’avère un avantage intéressant lorsqu’on 
veut comparer les différents groupes entre eux et évaluer l’impact d’une composante isolée 
lors de nos expériences.  
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 Les pièces requises à l’assemblage du bioréacteur ont été soit achetées commercialement 
(moteurs, aimants et axes) ou imprimées (supports et couvercles et connecteurs) à l’aide d’une 
imprimante 3D (3D Touch, 3D Systems, Bits from bites, England). Les premières pièces ont 
été imprimées à l’aide d’un composé bioplastique de type d’acide polyactique (PLA). Ce 
polymère produit à partir de la fermentation de l’amidon de maïs sous l’effet de bactéries 
synthétisant l’acide lactique et ensuite polymérisé au cours d’une autre étape de fermentation 
est une bioplastique entièrement biodégradable utilisé, entre autre, pour la production 
d’emballages alimentaires. Le PLA constitue une alternative naturelle au polyéthylène jusqu’à 
maintenant utilisé. Toutefois, nous avons été surpris de constater que les pièces produites à 
partir du PLA ne supportaient pas une chaleur peu élevée. En fait, nous avons constaté que le 
point de fusion est d’environ 160 oC, ce qui était largement supérieur à notre utilisation, mais 
que le PLA a un point de flexion autour de 50 oC. Ainsi, les pièces ne supportaient pas notre 
procédure de stérilisation à l’oxyde d’éthylène, un puissant agent stérilisant souvent utilisé 
pour les éléments chirurgicaux ou pour les items ne résistant pas à la chaleur extrême de 
l’autoclave. En effet, durant les étapes de stérilisation, les items à stériliser entrent dans 
diverses chambres à diverses températures et une certaine incubation se fait aux alentours de 
50 oC. Ainsi, les pièces imprimées avec le PLA revenaient un peu tordues de la stérilisation à 
l’oxyde d’éthylène, rendant ainsi l’utilisation du système impossible par la suite. 
 
Nous avons donc changé de matériel pour réaliser nos impressions de pièces. Nous avons opté 
pour un thermoplastique plus résistant, soit l’acrynolite butadiène styrène (ABS). Après 
certaines étapes d’optimisation, nous sommes arrivés à avoir une bonne qualité d’impression 
pour produire nos pièces. Parmi ces étapes d’optimisation, nous avons dû jouer principalement 
sur la température de fusion utilisée (230 oC) pour assurer un bon équilibre entre l’adhésion de 
la pièce à la plate-forme d’impression et la qualité de fini de la pièce produite. Grâce à 
l’utilisation de l’ABS, les composantes de notre bioréacteur peuvent être stérilisées par 
l’oxyde d’éthylène permettant d’obtenir une stérilisation efficace de la chambre de culture. 
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 De plus, grâce à l’utilisation de la technologie d’impression 3D qui devient de plus en plus 
abordable à tous, l’ensemble de notre système peut être reproduit à un coût très raisonnable. 
Certaines constructions 3D peuvent même être disponibles sur demande si vous possédez une 
imprimante et si vous désirez utiliser nos composantes. Le fait que notre système soit 
abordable en combinaison avec le fait qu’il peut induire une stimulation combinée (soit à la 
fois l’intégration de la stimulation électrique et mécanique) s’avère un réel avantage par 
rapport à la compétition qui propose des systèmes moins complets et très souvent onéreux.  
 
Le contenant de plastique dans lequel s'insère les composantes du bioréacteur fut acheté 
commercialement. Il s'est avéré qu'il ne supportait pas la stérilisation à l'oxyde d'éthylène. En 
effet, des microfissures de type étoilé sont apparues et entrainaient des fuites du milieu de 
culture. Toutefois, puisque toutes les composantes ont été conçues pour être séparées les unes 
des autres facilement et que ce contenant de plastique peut être stérilisé simplement et 
efficacement avec les rayons UVs, nous pouvons facilement stériliser le contenant du reste de 
l’ensemble et assembler le tout par la suite sous la hotte de culture. Toutefois, pour éviter les 
risques de contaminations possibles, il serait préférable d’utiliser un autre contenant 
éventuellement pour que tout le système puisse être stérilisé sans devoir manipuler les 
différentes composantes par la suite. Car, ce risque est contrôlé par l’utilisation d’une hotte de 
culture et de bonnes pratiques de culture, mais le risque d’une contamination suite à une 
mauvaise manipulation reste une cause possible avec de lourdes conséquences en temps et en 
investissement lorsque cela se produit. 
 
Les composantes du bioréacteur 
Le support de culture flexible 
Nous avons tout d’abord utilisé de très minces feuilles de silicone comme support de 
culture. Toutefois, l’utilisation de ces dernières était souvent assujettie au fait que les cellules 
glissaient de la membrane et se retrouvaient au fond du pétri ou de la chambre de culture. Afin 
d’augmenter les chances d’adhésion dans la zone désirée, nous avons fait plusieurs tests avec 
différentes sortes de revêtement (collagène, poly-L-lysine, laminine, gélatine…). Finalement, 
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 nous avons déterminé qu’un mélange de gélatine-fibronectine était optimal pour favoriser 
l’adhésion cellulaire à la membrane. Toutefois, on notait que malgré l’augmentation du 
recouvrement par les cellules de la zone d’intérêt, il y avait encore des cellules qui se 
retrouvaient au fond de la chambre. Ceci amenait une certaine instabilité au niveau de nos 
résultats dépendamment de combien de cellules restaient sur la membrane; cela était 
incontrôlable et inacceptable pour s’assurer d’une rigueur dans nos expérimentations. Ainsi, 
nous avons élaboré un moule pour fabriquer nos propres membranes qui comporteraient cette 
fois un puits au centre pour restreindre les cellules à cette zone d’intérêt. Le matériel que nous 
avons utilisé pour produire nos membranes avec puits d’ensemençage est du 
polydiméthylsiloxane (PDMS). Ce matériel répondait à nos critères, soit qu’il était translucide 
(pour permettre les expérimentations par microscopie par exemple), il était résistant (doit 
résister à une stimulation mécanique) et devait être neutre au niveau de la toxicité cellulaire. 
La membrane de PDMS moulée avec le puits d’ensemençage a permis de stabiliser la quantité 
de cellules retrouvées dans la zone d’intérêt d’une expérience à l’autre. Le moule de 
membrane a été conçu pour qu’il soit simple à produire les membranes. En effet, un port 
d’injection de type Luer-lock permet une injection à l’aide d’une simple seringue, l’injection 
par le bas (en forme de « U ») permet de libérer l’air à l’intérieur du moule lorsque l’on injecte 
le PDMS et un débullage à l’aide d’une pompe à vide permet de s’assurer qu’il n’y ait pas de 
bulles d’air qui soient présentent à l’intérieur de nos membranes une fois polymérisées 




Le but était de développer un système de stimulation efficace et abordable pour 
permettre une utilisation plus large de cette technologie. Des composantes de type Arduino ont 
été utilisées pour ce système. Le courant électrique est transformé en champ électrique à 
l’intérieur de notre système en créant une différence de potentiel entre les deux électrodes 
placées de part et d’autre des cellules (électrodes placées parallèlement l’une par rapport à 
l’autre). Le champ électrique alors produit permet une stimulation de l’ensemble des cellules 
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 simultanément. Les paramètres tels que le voltage, la fréquence et la période peuvent être 
facilement modifiés pour personnaliser le système au besoin de l’expérimentateur. 
 
L’utilisation des électrodes de carbone pour induire un champ de stimulation est, selon la 
littérature [140], le matériel le plus efficace. Toutefois, il faut s’assurer de bien nettoyer les 
électrodes après chaque utilisation, car les électrodes de carbone sont des matériaux poreux 
qui absorbe beaucoup le milieu et les différentes substances produites lors de la culture. Après 
chaque expérience, nous trempions les électrodes dans un mélange d’eau de Javel (1 %) pour 
une durée de 24 heures. Ensuite, nous trempions les électrodes dans un bocal d’eau distillée 
pour un autre 24 heures en s’assurant de changer l’eau distillée aux 6 heures (faire 3 
changements d’eau au minimum). 
 
Stimulation mécanique 
La stimulation mécanique est possible grâce à deux moteurs à pas linéaire placés 
parallèlement, mais en direction opposée. Le moteur est relié au support qui retient la 
membrane flexible où l’on dépose les cellules en culture par un système de connecteurs 
aimantés. Le support qui fait le lien entre le moteur et la membrane est en forme de « U » afin 
de permettre faire un lien entre les deux composants sans compromettre la stérilité de la 
chambre de culture (le support épouse la forme de la paroi du bain de la chambre de culture). 
Deux axes parallèles passent au travers des supports afin de permettre de conserver un niveau 
de parallélisme pour diminuer la friction du système et empêcher les moteurs d’osciller. 
Toujours pour diminuer l’importance du frottement entre les surfaces, des rondelles de téflon 
et des barres en acier inoxydable ont été utilisées ici. Il est également bon de noter ici qu’un 
moteur à pas linéaire s’il n’est pas contraint, tournera sur lui-même au lieu de progresser dans 
une direction. Cela avait donc pour effet que sans les axes parallèles, les moteurs avaient 
tendance à faire osciller les moteurs, car ils tournaient un peu sur eux-mêmes. Suite à 
l’intégration des axes parallèles, ce problème a été complétement résolu.   
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 L’utilisation des moteurs à pas linéaire pour induire la stimulation mécanique était quant à elle 
soumise à la vibration produite par ces derniers. Pour diminuer la vibration au minimum et son 
impact sur la culture cellulaire, nous avons optimisé l’alignement des différents axes et nous 
avons disposé le système de pieds anti-vibrations. La vibration a été réduite, mais reste 
toujours un peu présente et peut constituer une source de stress pour les cellules qui pourrait 
affecter les résultats obtenus lors des expériences. Il est donc important de garder cette notion 
en tête.  
 
Toutefois, quant à la stimulation mécanique de cellules embryonnaires humaines, il a été 
montré que la différentiation était inhibée par l’application d’un étirement cyclique (10 cycles 
par minute) de 10 % [128]. Durant la stimulation mécanique, les cellules souches étaient 
maintenues dans un état pluripotent. Ceci confirme également notre hypothèse qu’il est mieux  
de différencier les cellules avant de les insérer dans notre bioréacteur pour en optimiser les 
caractéristiques fonctionnelles. 
 
Stimulation combinée électrique et mécanique 
Il s’avère avantageux de tenter de rapprocher le plus possible les conditions de culture 
des conditions physiologiques (in vivo) afin de reproduire expérimentalement le mieux 
possible la réalité. Prenons par exemple l’utilisation de notre bioréacteur pour tester différents 
composés pharmacologiques. Si nous testons ces composés sur des cellules cardiaques en 
culture en absence de stimulation électrique et mécanique, l’effet de la drogue sera-t-il le 
même? En fait, si l’expression de la cible du médicament est affectée par la présence des 
stimulations, on peut généralement penser que l’effet du médicament sera alors affecté. Cela 
montre donc toute l’importance et la complexité de tenter de reproduire le plus fidèlement 
possible les conditions « in vivo » lors d’expériences de culture cellulaire. La culture cellulaire 
reste un moyen efficace et peu coûteux et cette méthode ne pourrait que bénéficier d’un 





Les étapes clés d’une bonne expérience 
Étapes préparatoires :  
Avant de débuter une expérience, il faut s’assurer de bien nettoyer et aseptiser les 
différentes composantes qui seront utilisées. Tout d’abord, nettoyer le contenant de 
polystyrène (bain) avec du savon pour éliminer toute source de graisse ou contaminant 
provenant de l’usine. Faire tremper les composantes qui vont être en contact avec les cellules 
(supports, électrodes, barres métalliques) dans de l’eau de Javel 1 % pour une durée de 24 
heures. Cette étape permet de nettoyer les composantes qui sont plus poreuses et qui ont 
probablement imbibé des produits toxiques produits par les cellules lors des expériences 
précédentes.  Ensuite, bien rincer à l’eau distillée pour une autre période de 24 heures afin 
d’enlever les résidus de Javel qui pourraient être toxique pour les cellules. Faire 3 
changements d’eau environ aux 6 heures pour s’assurer de bien les rincer. Ensuite, stériliser 
les composantes stérilisables à l’oxyde d’éthylène et passer les rayons UV sur les composantes 
non compatibles avec l’oxyde d’éthylène (bain de polystyrène). Assembler avec précautions et 
minutie le système sous la hotte de culture (en conditions aseptiques). Déposer le revêtement 
pour optimiser l’adhésion cellulaire (gélatine-fibronectine) et placer le tout dans l’incubateur à 
cellules au moins 3 heures avant de devoir ensemencer les cardiomyocytes.   
 
De l’isolation cellulaire à la stimulation combinée 
Après avoir isolé les cardiomyocytes (provenant de rats néonataux ou de cellules 
souches progénitrices ou déjà différentiées) selon les protocoles recommandés par les 
différents manufacturiers, déposer 450 000 cellules/cm2 dans le puits d’ensemencement de la 
membrane de culture flexible. Attendre au moins 3 heures pour permettre l’adhésion des 
cardiomyocytes à la membrane de PDMS et ensuite, ajouter très délicatement le milieu de 
culture pour éviter que le puits ne s’assèche durant la période de culture. Un milieu avec 
sérum bovin est utilisé à cette étape pour permettre la prolifération et la croissance des 
cardiomyocytes mis en culture. Attendre 24 heures sans bouger le système pour éviter que les 
cellules ne tombent de la membrane (surface d’intérêt). Le lendemain, il faut changer le milieu 
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 de culture pour un milieu sans sérum pour éviter une hypertrophie cellulaire durant la période 
de stimulation. Ensuite, il faut amorcer les protocoles de stimulation (mécanique, électrique ou 
combinée). 
 
Durant la période de culture/période de stimulation 
Vérifier les cultures quotidiennement à l’aide du microscope pour s’assurer qu’il n’y a 
pas de contamination et que les cardiomyocytes sont bien étalés et actifs (présence d’activité 
autonome par exemple). Un algorithme a également été développé (sous langage python) pour 
suivre les stimulations et enregistrer les différents signaux des stimulations. Ainsi, il est donc 
possible de déceler rapidement si un problème survient lors de la période de stimulation et 
permet de corriger la situation le plus rapidement possible afin d’éviter un impact trop 
important sur les cellules en culture. 
 
L’utilisation de cellules pluripotentes d’une source non intrusive (comme l’épiderme) 
provenant d’un même individu (donneur et receveur) dont on induirait la différenciation en 
lignée cardiaque dotée d’une activité spontanée permettrait d’éviter les troubles de rejet. La 
compatibilité serait toujours de 100 % puisque les cellules proviendraient du même individu. 
Ceci constituerait une avenue intéressante pour former un feuillet de cellules optimisées 
appelé biopacemaker (BPM) [122]. 
 
 
6.3 Étude fonctionnelle et détection d’anomalie automatisée 
 Finalement, l’article 3 présente une nouvelle approche d’analyse de l’activité autonome 
par l’utilisation de la vidéomicroscopie. Nous avons montré qu’il était non seulement possible 
de mesurer l’activité contractile dans nos échantillons par la détection de pics de contraction et 
de relaxation, mais qu’il était également possible de pousser l’analyse plus loin et de regarder 
du même coup la stabilité de cette activité. Nous avons donc décortiqué les signaux afin 
d’observer par exemple la durée entre le pic de contraction et le pic de relaxation (ΔR-C), de 
178 
 même que nous avons calculé le ratio entre la hauteur du pic de contraction et celui de la 
relaxation (RC/R). Aucune conclusion significative n’a cependant été observée entre la 
fréquence autonome mesurée et l’intervalle entre le pic de contraction et celui de relaxation 
(ΔR-C) ni entre la fréquence autonome et le ratio hauteur du pic de contraction et celui de 
relaxation (RC/R). Nous avons finalement montré comment analyser l’homogénéité de 
l’activité enregistrée par l’utilisation de notre approche analytique. Ceci permettant de voir les 
sites d’activation (de type pacemakers) directement par des techniques non intrusives et leur 
ratio de propagation aux autres cellules dans l’ensemble du champ de vision. Cela permet en 
autre de déduire de la bonne connectivité entre les cellules du feuillet cellulaire produit. 
 
Une des limitations de cette approche est la présence de bruit dans nos données. Un signal qui 
n’est pas franc, par exemple causé par une faible activité contractile de nos échantillons, va 
rendre plus difficile la détection des différents paramètres comme la fréquence de contraction 
ou période. Nous avons dû appliquer des filtres pour adoucir les signaux afin de s’assurer 
d’analyser des résultats avec fiabilité.  
 
Cet aspect s’avère être un complément intéressant à notre bioréacteur qui permet d’optimiser 
la culture de cardiomyocytes puisque par cette approche innovatrice, il est possible d’évaluer 
la présence d’une activité autonome et son homogénéité dans l’ensemble du champ de vision 
du microscope. Cela permet donc d’évaluer la performance du feuillet cellulaire produit en 
culture tout en laissant ce dernier à l’intérieur même du bioréacteur. Cette approche a été 
utilisée afin d’observer les effets de la modification de l’environnement de culture sur 
l’activité autonome, mais dans un but à plus long terme, elle pourrait être utilisée pour valider 
l'activité du tissu de remplacement produit. Par exemple, disons que nous désirons obtenir un 
feuillet ayant une activité autonome à 1 Hz, nous pouvons grâce au bioréacteur, modifier les 
protocoles de stimulation pour arriver à cette fin et grâce à la méthode d’analyse par 
vidéomicroscopie, nous pouvons confirmer que l’activité du feuillet est bel et bien uniforme à 
1 Hz dans l’ensemble du feuillet.  Dans le cas d’un feuillet qui ne respecterait pas les 
caractéristiques souhaitées, le protocole pourrait être modifié rapidement pour tenter de palier 
à la situation ou du moins éviter qu’un greffon se rendre à l’implantation clinique lorsqu’il 
n’est pas optimal. 
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 Conclusion 
Mes recherches ont permis d’étudier l’impact fonctionnel des différents stimuli de 
l’environnement cardiaque afin de définir des conditions optimisées pour la fabrication de 
tissu de remplacement par génie tissulaire. En premier lieu, nous avons mentionné 
l’importance de déterminer un substrat de culture qui mimera les conditions retrouvées dans la 
nature pour optimiser la différentiation et la maturation des cardiomyocytes en culture. En 
second lieu, nous avons élaboré un bioréacteur intégrant le support de culture qui optimisait la 
production d’un feuillet cellulaire de phénotype « pacemaker-like». De plus, nous avons 
intégré la stimulation électrique et mécanique à ce système, toujours dans le but de mieux 
reproduire les conditions retrouvées in vivo. Finalement, comme le processus de culture de 
tissu de remplacement implique plusieurs jours de développement et optimisation, nous avons 
élaboré une approche pour surveiller l’activité contractile spontanée. Les algorithmes 
développés permettent d’observer la fréquence de contractions ainsi que de détecter des 
anomalies dans l’homogénéité du signal mesuré afin de déceler hâtivement des conditions pro-
arythmiques. Une détection hâtive permettrait une intervention possible avant que du 
dommage soit causé au tissu. 
 
Comme nos recherches ont porté sur les cardiomyocytes de rats néonataux, la suite des choses 
serait de montrer que le système que nous avons développé est également utilisable avec des 
cellules souches. Est-ce que la culture des iPSCs dans notre système permet un meilleur taux 
de différentiation en phénotype cardiaque? Peut-on également pousser plus loin dans la 
différentiation et produire des cardiomyocytes plus spécifiques; c’est-à-dire, des 
cardiomyocytes optimisés pour le ventricule gauche, le ventricule droit, les oreillettes et le 
tissu nœud sinusal. Le système que nous avons développé permet une programmation 
personnalisée du protocole de stimulation et un suivi rapproché du développement du tissu de 
remplacement qui, nous le pensons, permettra de mieux différentier les cellules dans le 
phénotype souhaité et de les optimiser selon le contexte clinique demandé. Ceci ouvre donc la 
possibilité de produire des feuillets cellulaires de nature diverse dans un avenir rapproché à 
l’aide de notre approche. 
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 Vers l’optimisation de l’activité électrique autonome des biopacemakers 
 
Évidemment, il reste encore plusieurs étapes avant d’arriver à produire un feuillet 
biopacemaker (BPM) optimisé pour une utilisation en clinique. Un aperçu de l’approche de 
génie tissulaire privilégiée pour produire un BPM optimisé est présenté à la figure 17. Des 
cellules pluripotentes, par exemple, des fibroblastes de la peau sont isolés de sujets atteints de 
troubles de rythme et reprogrammés via des facteurs de transcription dans un état de cellules 
souches embryonnaires [29]; les cellules sont ensuite ensemencées et différentiées en cellules 
cardiaques dans un environnement in vitro contrôlé par des processus de stimulation 
automatisés. Les cellules n’ayant pas d’automaticité d’un point de vue électrique devront être 
transformées avant ou après la greffe par thérapie génique. Par exemple, T-Box factor 3 
(TBX3), un facteur de transcription nécessaire au développement de plusieurs tissus, pourrait 
être utilisé pour reprogrammer les cellules du BPM en cellules pacemakers. Des études in 
vitro ont révélé que TBX3 réduit la conduction intercellulaire, INa et IK1 [47] favorisant 
l’automaticité. Similairement, T-Box factor 18 (TBX18) a montré ses capacités à transformer 
des cardiomyocytes dépourvus d’activité autonome en cellules autonomes in vivo après 2 jours 
post injection du facteur TBX18. Des cellules similaires à celles du nœud sinusal ont même 
été observées post injection de TBX18 [328].  Le BPM est ensuite détaché de son support de 
fabrication et étendu sur la partie d’intérêt du myocarde pour une période de 10 à 15 minutes 
afin de permettre l’adhésion de ce dernier et ce, sans suture [48]. Le greffon pourrait ainsi 
améliorer les fonctions automatiques. Dans ce contexte, grâce au génie tissulaire, les 
limitations des PM électroniques pourraient être surpassées par l’utilisation des PM 
biologiques. 
 
Toutefois, beaucoup de facteurs restent encore à déterminer avant d’arriver à produire des 
organes  en trois dimensions (3D). Le génie tissulaire possède lui aussi présentement son lot 
de limitations qui pourront surement être dépassées (je le pense) grâce à une meilleure 
connaissance des différents joueurs clés dans les différents processus de prolifération, de 
différentiation, d’angiogenèse et d’innervation. L’utilisation d’un bioréacteur offrant la 
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 possibilité d’intégrer la stimulation électrique et mécanique combinée, conjointement avec 
l’utilisation d’un cocktail d’agents optimisant offrira des bénéfices sur la qualité du tissu 
produit et diminuera également le temps d’attente pour les patients dans un scénario futur 
d’utilisation en clinique. Nous espérons ainsi que nos efforts permettront de contribuer à 
améliorer la qualité de vie des patients souffrant de pathologies cardiaques et même en sauvera 
certains que les traitements pharmacologiques actuels ne peuvent aider. 
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